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Résumé 
La régulation de l’expression des gènes est ce qui permet à nos cellules de s’adapter à 
leur environnement, de combattre les infections ou, plus généralement, de produire la quantité 
exacte de protéine nécessaire pour répondre à un besoin spécifique. Parmi les joueurs les plus 
importants dans cette régulation de l’expression des gènes on retrouve les microARN 
(miARN). Ces petits ARN de 22 nucléotides sont présents chez la majorité des espèces 
multicellulaires et sont responsables du contrôle direct de plus de 30% des gènes exprimant 
des protéines chez les vertébrés. La famille de miARN lethal-7 (let-7) est composée de 
miARN parmi les plus connus et ayant des fonctions cruciales pour la cellule. La régulation du 
niveau des miARN let-7 est essentielle au bon développement cellulaire. La biogenèse de ces 
miARN, du transcrit primaire jusqu’à leur forme mature, est régulée principalement par Lin28, 
une protéine pluripotente très conservée. Cette protéine est composée d’un domaine cold 
shock (CSD) et de deux domaines de liaison au zinc. C’est grâce à ces domaines de liaison à 
l’ARN que Lin28 peut lier et inhiber la maturation des miARN let-7. 
L’objectif de cette thèse est de caractériser l’interaction entre Lin28 et le microARN 
précurseur let-7g afin de mieux comprendre le rôle de cette protéine dans l’inhibition de la 
biogenèse du miARN. À l’aide de techniques biochimiques et biophysiques, nous avons 
d’abord défini les principaux déterminants de l’interaction entre Lin28 et la boucle terminale 
du miARN précurseur let-7g (TL-let-7g). Nous avons conclu que le domaine C-terminal de 
Lin28, composé d’un motif riche en lysines et arginines ainsi que de deux motifs de liaison au 
zinc, permet à la protéine de lier spécifiquement et avec haute affinité un renflement riche en 
guanine conservé chez les précurseurs de la famille let-7. Aussi, parce que la séquence et la 
spécificité de liaison à l’ARN de ce domaine C-terminal sont semblables à celles de la 
protéine NCp7 du VIH, nous avons défini ce dernier comme le domaine NCp7-like de Lin28. 
Par la suite, nous avons caractérisé la multimérisation de trois protéines Lin28 sur la boucle 
terminale de pre-let-7g. Ceci a permis de réconcilier d’apparentes contradictions retrouvées 
dans la littérature actuelle concernant les sites de liaison de Lin28 lors de sa liaison aux 
miARN précurseurs. Nous avons identifié trois sites de liaison à haute affinité sur TL-let-7g 
qui sont liés dans un ordre précis par trois protéines Lin28. Lors de la formation du complexe 
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multimérique, le CSD permet une déstabilisation de l’ARN, ce qui rend accessible plusieurs 
sites de liaison. Le domaine NCp7-like permet plutôt un assemblage ordonné de la protéine et 
facilite la liaison initiale de cette dernière. Ces nouveaux résultats rendent possible la mise au 
point d’un nouveau modèle de l’interaction entre Lin28 et le miARN précurseur let-7g. En 
conclusion, les études réalisées dans cette thèse apportent une meilleure compréhension des 
mécanismes moléculaires impliqués dans la régulation post-transcriptionnelle d’une 
importante famille de miARN et permettront de guider les futures études dans le domaine de 
recherche en pleine effervescence qu’est celui de la biogenèse des miARN. 
 
 
Mots-clés : Lin28, let-7, microARN, régulation post-transcriptionnelle, interaction protéine-
ARN, formation de complexes macromoléculaires, gels natifs. 
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Abstract 
The regulation of gene expression is what allows our cells to adapt to their 
environment, to fight infections or, more generally, to express the appropriate level of proteins 
to meet a specific need. The microRNAs (miRNAs) are among the most important players in 
the regulation of gene expression. These small RNAs of 22 nucleotides are present in most 
multicellular species and are responsible for the direct control of more than 30% of protein-
expressing genes in vertebrates. The miRNA lethal-7 (let-7) family consist of some of the 
most studied miRNAs and plays crucial roles in the cell. The appropriate regulation of the let-
7 miRNAs level is essential for proper cellular development. The biogenesis of these 
miRNAs, from the primary transcript to their mature form is mainly regulated by Lin28, a 
highly-conserved pluripotent protein. This protein is composed of a cold shock domain (CSD) 
and two zinc-binding domains. These RNA-binding domains allow Lin28 to bind and inhibit 
the maturation of the let-7 miRNA. 
The objective of this thesis is to characterize the interaction between the Lin28 protein 
and the let-7g miRNA precursor to better understand the role of this protein in the inhibition of 
miARN biogenesis. Using biochemical and biophysical techniques, we first identified the 
main determinants of the interaction between Lin28 and the terminal loop of the precursor 
miRNA let-7g (TL-let-7g). We concluded that the C-terminal domain of Lin28, composed of a 
lysine-rich and arginine-rich motif in addition to two zinc-binding motifs, is sufficient to bind 
with high affinity a conserved guanine-rich bulge located on the TL-let-7g. In addition, 
because the sequence and RNA-binding specificity of this C-terminal domain are similar to 
those of the HIV protein NCp7, we defined this region as the NCp7-like domain of Lin28. 
Subsequently, we characterized the multimerization of three Lin28 proteins on the terminal 
loop of pre-let-7g. This study helped to reconcile apparent contradictions found in the current 
literature regarding the Lin28-binding sites on miRNA precursors. We identified three high-
affinity binding sites on TL-let-7g that are bound in a stepwise manner by the three Lin28 
proteins. As part of the formation of the multimeric complex, both RNA-binding domains of 
Lin28 play an important role. The CSD destabilizes the RNA and this exposes several binding 
sites, whereas the NCp7-like domain allows an orderly protein assembly and facilitates the 
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initial binding of the protein. These results lead us to propose a new model for the interaction 
between Lin28 and pre-let-7g. In conclusion, these studies provide a better understanding of 
the molecular mechanisms involved in the post-transcriptional regulation of an important 
family of miRNAs and will help guide future projects in the expanding research area of 
miRNA biogenesis. 
 
 
Keywords: Lin28, let-7, microRNA, post-transcriptional regulation, protein-RNA interaction, 
macromolecular complex formation, native gels. 
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1.0 Introduction 
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1.1 Biogenèse des microARN 
Les microARN (miARN) sont une nouvelle classe d’ARN d’environ 22 nucléotides 
(nt). La principale caractéristique de ces miARN est leur capacité d’inhiber l’expression d’un 
gène cible par la formation de paires de bases avec l’ARN messager (ARNm) de ce dernier. 
La régulation de l’expression génique par ces miARN est cruciale pour plusieurs voies 
métaboliques, mais cette thèse porte principalement sur la fonction des miARN dans la 
régulation temporelle du développement, ainsi que leurs rôles dans certains cas de cancer. Plus 
spécifiquement, ce travail s’intéresse à la biogenèse des miARN qui s’effectue en une 
succession d’étapes et demande l’intervention de plusieurs enzymes. C’est cette biogenèse 
complexe qui permet la régulation post-transcriptionnelle de certains miARN. Finalement, ce 
doctorat a été entrepris parce qu’il semble de plus en plus évident que ce mode de régulation 
est crucial à la bonne expression de certains miARN. Dans cette thèse, un nouveau mode de 
régulation post-transcriptionelle des miARN a été caractérisé à l’aide de techniques 
biochimiques et biophysiques. 
 
1.1.1 Historique 
La première description d’un miARN a été publiée en 1993 par Rosalind C. Lee, 
Rhonda L. Feinbaum et Victor Ambros (1). Ils s’intéressaient au gène lin-4 de C. elegans qui 
est primordial au bon développement larvaire par son inhibition de l’activité de la protéine 
LIN-14. À ce moment, il était connu que l’extrémité 3'-UTR du transcrit lin-14 était nécessaire 
pour son inhibition par lin-4, mais le mécanisme par lequel lin-4 bloquait la traduction de lin-
14 restait à élucider. En clonant lin-4, ils ont conclu que ce dernier n’encode aucune protéine, 
mais produit plutôt deux ARN de 22 et 61 nt. Ils ont également proposé que l’ARN de 61 nt 
forme une tige-boucle et soit le précurseur de l’ARN le plus court, ce dernier étant produit 
suite à un procédé post-transcriptionel. Finalement, les laboratoires Ambros (1) et Ruvkun (2) 
ont remarqué que la séquence du plus court ARN, produit par le gène lin-4, était partiellement 
complémentaire à sept régions présentes et conservées dans l’extrémité 3'-UTR de lin-14. Ils 
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ont donc proposé un modèle où l’ARN lin-4 inhibe l’expression de lin-14 par complémentarité 
de séquence dans la région 3'-UTR de l’ARNm.  
Quelques années plus tard, une deuxième cible de lin-4 est identifiée (3). Il s’agit de 
lin-28, un gène codant pour une protéine essentielle à la régulation temporelle du 
développement. En identifiant des régions complémentaires à lin-4 dans l’extrémité 3'-UTR de 
lin-28, il a été démontré qu’un seul miARN peut avoir plusieurs cibles différentes et donc, 
jouer un rôle potentiellement important dans la régulation temporelle du développement. 
Pendant près de 10 ans, le microARN lin-4 est resté un cas isolé et restreint à C. 
elegans. En 2000, Reinhart et al. (4) identifient un nouveau microARN chez C. elegans 
nommé let-7. Celui-ci est un gène temporellement régulé et encode un ARN de 21 nt 
complémentaire à des éléments retrouvés dans l’extrémité 3'-UTR des gènes hétérochroniques 
lin-14, lin-28, lin-41, lin-42 and daf-12. En contrôlant l’expression de plusieurs gènes 
hétérochroniques, des gènes faisant partis d’un réseau hiérarchique contrôlant le 
développement temporel, les miARN lin-4 et let-7 ont donc le pouvoir de réguler le 
développement de C. elegans (voir Figure 1-1). Le modèle proposé pour expliquer l’inhibition 
par let-7 est le même que pour lin-4; en liant l’extrémité 3'-UTR de sa cible, le court ARN 
d’environ 22 nt bloque la traduction de l’ARNm par un mécanisme restant à déterminer. 
Ce qui a véritablement déclenché l’intérêt pour le champ de recherche sur les 
microARN, c’est la découverte par Pasquinelli et al. que la séquence et l’expression 
temporelle de let-7 est conservée au travers plusieurs espèces (5). Par leur démonstration que 
le miARN let-7 est retrouvé chez toutes les classes d’animaux bilatéraux et que, tout comme 
chez C. elegans, l’expression de let-7 y est temporellement régulée, Pasquinelli et al. ont 
identifié un nouveau système de régulation des gènes conservé au cours de l’évolution. Cette 
nouvelle classe de petits ARN permettant une régulation post-transcriptionnelle a d’abord été 
nommée petit ARN temporel (small temporal RNA, stRNA), puisque les deux membres de 
cette classe régulaient le développement de C. elegans. Rapidement, de nouveaux membres de 
cette classe d’ARN ont été identifiés, plusieurs ne jouant pas de rôle dans le développement. 
Le nom de cette classe de petits ARN régulateurs a donc été changé pour microARN (miARN) 
(6-8). 
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Figure 1-1. Modèle de la régulation successive des gènes hétérochroniques par les miARN 
lin-4 et let-7 chez C. elegans. Provenant de (4). 
 
Plus d’une décennie après la fondation de cette classe de petits ARN non codant, de 
nouveaux miARN ont été découverts chez les animaux (bilatériens, cnidaires et les éponges), 
les plantes, les algues vertes ainsi que chez certains virus. Actuellement, plus de 2000 miARN 
différents ont été identifiés chez l’humain et près de 400 sont connus chez C. elegans ou chez 
Arabidopsis thaliana. 
 
1.1.2 Transcription des microARN 
Tel que mentionné précédemment, les microARN matures sont le produit d’une 
biogenèse à multiples étapes. Suite à sa transcription dans le noyau, le transcrit primaire (pri-
miARN) est clivé une première fois par une endonucléase nommée Drosha. Le microARN 
précurseur (pre-miARN) produit par ce clivage est exporté dans le cytoplasme pour y être 
clivé par Dicer, une autre endonucléase. Le duplexe d’ARN, d’environ 22 paires de bases, 
formé par ce dernier clivage est séparé et l’un des deux brins est chargé sur le complexe 
inhibant l’expression par l’ARN (RNA-induced silencing complex, RISC) pour inhiber 
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spécifiquement l’expression du gène cible. À noter que les deux brins formant le duplex 
peuvent être chargés sur RISC. Puisque cette thèse porte sur un mécanisme de régulation post-
transcriptionnelle des miARN, une attention particulière sera portée à la biogenèse de ces 
derniers. 
Au cours de la dernière décennie, plusieurs travaux ont porté sur la biogenèse des 
miARN et nous comprenons mieux maintenant, comment un pri-miARN de quelques milliers 
de nucléotides peut, suite à plusieurs interventions enzymatiques, former un miARN mature 
d’environ 22 nucléotides. La transcription des miARN ainsi que le contrôle de celle-ci reste, 
quant à elle, encore mystérieuse à bien des égards. Il a d’abord été proposé que la polymérase 
III (pol III) soit responsable de la transcription des gènes de miARN, puisque celle-ci transcrit 
la majorité des petits ARN tels que les ARN de transfert (ARNt) et le small nucleolar RNA 
U6. Pourtant, certains transcrits primaires ont une longueur de plusieurs kilobases (kb), ce qui 
ne correspond pas à l’activité de pol III (9). De plus, les pri-miARN possèdent une coiffe ainsi 
qu’une queue de poly(A) et leur production est sensible à l’α-amanitine (10). Puisque cela 
sont des caractéristiques des transcrits de la polymérase II (pol II), il est maintenant reconnu 
que les plus grands pri-miARN sont transcrits par la même ARN polymérase que les ARNm. 
Toutefois, on retrouve des répétitions Alu en amont de certains gènes de miARN et 
certaines régions contenant ces gènes sont enrichies lors d’immunoprécipitation de la 
chromatine (ChIP) avec des anticorps contre pol III (11). Bref, tous les miARN ne sont pas 
transcrits par la même polymérase. Le consensus actuel est que tous les miARN transcrits 
comme intron ou exons d’un gène codant pour une protéine sont transcrits par la pol II, alors 
que les miARN possédant leur propre promoteur sont transcrits soit par la pol II ou la pol III 
(12). Une récente étude démontre qu’il peut y avoir des exceptions au consensus. Il a été 
démontré que certains gènes de miARN ne contenant aucun promoteur peuvent être transcrits 
malgré la présence d’inhibiteurs contre pol I, pol II et pol III (13). La machinerie nécessaire à 
cette transcription atypique reste inconnue. 
Il est estimé qu’environ 50% des gènes de miARN sont localisés à proximité de 
d’autres miARN (14). Ces polycistrons (clusters) de miARN sont transcrits ensemble pour 
former un long pri-miARN contenant plusieurs pre-miARN différents (6,7,9) appelé unité de 
transcription (polycistronic transcription unit, UT). Dépendant du même promoteur, cette 
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organisation permet une transcription concertée de plusieurs miARN différents. Le 
positionnement du polycistron de miARN dans le transcrit est variable (voir Figure 1-2) et 
influence sa régulation. Certains polycistrons sont retrouvés dans des régions introniques ou 
exoniques de gènes non codant, alors que d’autres sont intégrés à des gènes codant pour des 
protéines. Ces derniers sont donc exprimés avec la protéine et répondent aux mêmes stimuli 
ou inhibitions de transcription. 
 
Figure 1-2. Organisation des structures possibles des unités de transcription (UT) contenant 
des loci des miARN. (A) Unité de transcription non codante avec loci de miARN introniques. 
(B) Unité de transcription non codante avec loci de miARN exoniques. (C) Unité de 
transcription codante avec loci de miARN introniques. (D) Unité de transcription codante avec 
loci de miARN exoniques. Adaptée de (14). 
 
Cette régulation de la transcription des miARN par différents facteurs fait 
fréquemment partie de boucles de rétroaction. Par exemple, l’expression de miR-145 dans des 
cellules de cancer du sein provoque l’activation de p53, ce qui inhibe la prolifération et induit 
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l’apoptose. De plus, cette activation de p53 induit la transcription de miR-145 dans les cellules 
cancéreuses. Le microARN mir-145 et la protéine p53 forment donc une boucle régulatrice de 
rétroaction positive induisant la mort cellulaire (15). À l’opposé, la transcription de certains 
miARN peut être inhibée par la cible de ces derniers. Par exemple, le polycistron de miARN 
humain MC-let-7a-1~let-7d incluant les miARN let-7a-1, let-7f-1 et let-7d possède un 
promoteur contenant deux sites de liaison pour c-Myc. Alors que la liaison de c-Myc à ce 
promoteur inhibe la transcription du polycistron de miARN (16), l’expression de ce dernier 
inhibe la traduction de c-Myc en permettant aux miARN de se fixer à l’extrémité 3'-UTR de 
son ARNm (17). Ce type de boucle de régulation de rétroaction doublement négative permet 
d’amplifier de faibles changements de concentrations des facteurs impliqués. 
 
1.1.3 Clivage du pri-miARN par Drosha et exportation au cytoplasme 
Suite à leur transcription dans le noyau, les pri-miARN ont fréquemment une taille de 
plusieurs milliers de nucléotides. Ce pri-miARN est habituellement formé d’une tige de 33 
paires de bases (pb), d’une boucle terminale (TL) et de régions voisines pouvant parfois 
mesurer quelques milliers de nucléotides. La première étape, dans la voie de maturation d’un 
miARN, est le clivage de ce transcrit primaire par une endonucléase nommée Drosha (18) 
(voir Figure 1-3 et Figure 1-4). 
Drosha est une endonucléase de plus de 150 kDa contenant deux domaines RNase III 
(RIIID) ainsi qu’un domaine de liaison à l’ARN double brin (dsRBD) [voir Figure 1-3, 
(19,20)]. Ces deux types de domaines sont retrouvés chez toutes les RNase III, mais leur 
organisation variable est utilisée pour les classifier. Les RNase III de classe I que l’on retrouve 
chez les bactéries et les levures ne possèdent qu’un domaine RNase III et un dsRBD. La 
protéine Drosha qui est conservée chez les animaux constitue la classe II, alors que la protéine 
Dicer contenant deux RIIID, un dsRBD, un domaine hélicase ainsi qu’un domaine PAZ 
constitue la classe III (20,21) (voir section 1.1.4 pour plus de détails). Pour cliver un double 
brin d’ARN, deux domaines RNase III sont requis. Pour les RNase III de classe I retrouvées 
chez les bactéries et les levures, deux protéines dimérisent pour associer leur RIIID (22). Par 
contre, puisque Drosha et Dicer possèdent deux domaines RNase III par protéine, ces derniers 
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forment un dimère intramoléculaire. Par conséquent, une seule protéine est apte à cliver un 
double brin d’ARN (23). 
 
 
Figure 1-3. Organisation et rôles des différents domaines de Drosha. RIIID indique les 
domaines catalytiques RNase III, dsRBD est le domaine de liaison à l’ARN double brin, P-
rich indique une région riche en proline et RS-rich est une région riche en arginine et en 
sérine. Le signal de localisation nucléaire est localisé dans le domain RS-rich. Adaptée de 
(21). 
 
Si Drosha avec ses deux RIIID possède le site catalytique nécessaire au clivage du pri-
miARN, la protéine n’est pas suffisante pour cette étape de maturation d’un miARN. Drosha 
fait partie d’un grand complexe protéique nommé le Microprocesseur d’une taille d’environ 
500 kDa chez la drosophile (24) et d’environ 650 kDa chez l’humain (25). Parmi les 
partenaires protéiques de Drosha identifiés, on retrouve une protéine conservée nommée 
DGCR8 (DiGeorge Syndrome Critical Region Gene 8) ou Pasha (partner of Drosha) qui est 
essentielle au clivage du pri-miARN par Drosha (23,25,26). DGCR8 est une protéine de 86 
kDa (chez l’humain) possédant deux dsRBD essentiels au clivage des pri-miARN (27) ainsi 
qu’un motif WW (21). Il est maintenant connu que DGCR8 peut lier l’hème ce qui provoque 
la formation d’un homodimère (28) là où le motif WW est au centre de l’interface des deux 
protéines (29). Contrairement à Drosha (30), DGCR8 est capable, via ses deux dsRBD, de lier 
directement le pri-miARN (27,30). Une récente étude propose que cette reconnaissance 
spécifique du pri-miARN est rendue possible par la formation d’un complexe multimérique où 
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plusieurs dimères de DGCR8 lient le même ARN de façon hautement coopérative (31). Cette 
habileté permet à DGCR8 d’agir comme ancre moléculaire en liant la jonction entre la base de 
la tige de 33 pb et les régions voisines simples brins du pri-miARN. Une fois le complexe 
DGCR8/pri-miARN formé, Drosha peut interagir à la fois avec DGCR8 et le pri-miARN. La 
formation de ce complexe, stabilisé par le domaine C-terminal de DGCR8 (27), positionne 
précisément le site actif de Drosha 11 pb au-dessus de la jonction. Suite au clivage du double 
brin d’ARN, le pre-miARN nouvellement formé est relâché (30) (voir Figure 1-4). De récentes 
études démontrent que tout ce processus s’effectue possiblement de façon co-
transcriptionnelle (32-34). Le pre-miARN relâché est constitué d’une tige de 22 pb ainsi que 
d’une boucle terminale. Il possède une extrémité 5'-monophosphorylée qui sera celle du 
miARN mature ainsi qu’une extrémité 3'-OH simple brin de 2 nt, produit typique du clivage 
par une RNase III (20). 
Il existe une voie de biogenèse empruntée par quelques miARN qui ne demande pas 
l’utilisation de Drosha/DGCR8. Ces miARN sont d’abord transcrits sous forme d’intron et 
possèdent toutes les caractéristiques d’un pre-miARN une fois correctement épissés, 
débranchés et repliés. Étant à la fois un intron et un microARN, cette classe de miRNA a été 
nommée mirtron (35). Cette voie d’abord décrite chez C. elegans et chez la Drosophile 
(35,36) est également présente chez les mammifères (37). Même si la maturation du pri-
miARN est différente pour les mirtrons, leur exportation au cytoplasme et leur clivage par 
Dicer s’effectue par la voie de biogenèse canonique des miARN (voir Figure 1-4). 
La protéine responsable de l’exportation des pre-miARN dans le cytoplasme est 
l’Exportin-5, une protéine RanGTP dépendante, liant l’ARN double brin (38,39). Cette 
protéine, qui est également responsable de l’export de certains ARN de transfert (40), 
reconnait ses cibles par les nucléotides simple brin présents à l’extrémité 3' (39,41). Par cette 
spécificité envers une caractéristique des pre-miARN correctement clivés par Drosha, 
l’Exportin-5 agit comme un filtre lors d’une étape clé de la biogenèse des miARN. Cette étape 
d’exportation des pre-miARN peut être limitante et une surexpression de l’Exportin-5 permet 
d’améliorer l’activité des miARN (42). 
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Figure 1-4. Voie de biogenèse canonique des microARN. Provenant de (43). 
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1.1.4 Clivage par Dicer du pre-miARN 
Dans le cytoplasme, le pre-miARN est clivé une deuxième fois par une endonucléase 
nommée Dicer (voir Figure 1-4) pour former un duplex d’environ 22 pb (44-48). Pratiquement 
tous les eucaryotes possèdent au moins un homologue de cette protéine essentielle au 
développement (49). Par exemple, D. melanogaster possède l’homologue Dicer 1 qui est 
requis pour la biogenèse des miARN ainsi que Dicer 2 impliqué dans la voie des siARN 
(14,50,51). Dicer est une RNase III de classe III, le sous-groupe le plus structurellement 
complexe de cette famille. La protéine humaine Dicer comporte un domaine DEAD-Helicase 
de fonction mal définie à l’extrémité N-terminale, un domaine DUF283 (domain of unknown 
function) adoptant un repliement semblable aux dsRBD (52), un domaine PAZ, deux 
domaines RNase III et un domaine de liaison à l’ARN double brin (voir Figure 1-5). La forme 
minimale de Dicer pour observer une activité est constituée du domaine PAZ ainsi que des 
deux RIIID. La protéine Dicer de Giardia intestinalis (GI) est d’ailleurs limitée à ces 
domaines, mais est tout à fait fonctionnelle. La structure tridimensionnelle de GI-Dicer en 
complexe avec un double brin d’ARN [voir Figure 1-5B (53)] ainsi qu’une structure à basse 
résolution de la protéine humaine (54) sont connues et permettent de mieux comprendre le 
fonctionnement de cette enzyme. 
Le domaine PAZ est conservé chez Dicer ainsi que chez les protéines Ago (55,56), 
deux familles de protéines impliquées dans l’inhibition des gènes par de petits ARN. Ce 
domaine, indispensable pour l’activité de Dicer (22), est responsable de lier l’extrémité du pre-
miARN. Il est connu depuis quelques années que l’extrémité simple brin de 2 nucléotides en 3' 
des pre-miARN est reconnue par le domaine PAZ. Différentes études structurales (53,57-59) 
ont démontré que ce domaine possède une pochette hydrophobe fortement conservée qui sert 
d’ancrage à ces deux nucléotides simple brin en 3'. La face des nucléotides insérés dans le 
domaine PAZ est exposée au solvant. Cette absence de spécificité de séquence, en plus d’un 
espace suffisant dans la pochette, permet au domaine PAZ de lier toutes les combinaisons de 
nucléotides possibles et donc tous les pre-miARN (57). Récemment, il a été démontré que le 
domaine PAZ de Dicer possède également une pochette reconnaissant l’extrémité 5' des pre-
miARN (60). Cette pochette reconnait le phosphate de l’extrémité 5' du pre-miARN à l’aide 
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de plusieurs arginines et permet le bon positionnement du pre-miARN pour son clivage par les 
domaines RNase III. 
 
Figure 1-5. Structures primaire et tertiaire de la protéine Dicer.  (A) Les différents domaines 
de la protéine humaine Dicer et (B) la structure tridimensionnelle des domaines RIIID et PAZ 
de Giardia intestinalis en complexe avec de l’ARN double brin. Adaptée de (14,53). 
 
Le domaine PAZ est joint au premier domaine RNase III par une hélice basique servant 
de plateforme stabilisatrice longeant la tige du pre-miARN (53). Tout comme Drosha, les deux 
RIIID de Dicer forment un dimer intramoléculaire de part et d’autre du site de clivage de 
l’ARN (voir Figure 1-5B). Par contre, Dicer n’utilise pas de partenaires protéiques jouant le 
rôle de règle moléculaire (molecular ruler) pour localiser ce site de clivage. La liaison de 
l’extrémité du pre-miARN au domaine PAZ permet plutôt la localisation idéale du duplex 
intramoléculaire de RIIID. Chez les eucaryotes inférieurs, cette orientation s’effectue à partir 
de l’extrémité 3' (53), alors que la pochette en 5' est celle utilisée chez les eucaryotes 
supérieurs (60). Dans tous les cas, le clivage de la boucle terminale par Dicer produit une 
nouvelle extrémité asymétrique avec deux nucléotides simple brin en 3'. Chez l’humain, la 
protéine Dicer possède également un domaine DEAD-Helicase à l’extrémité N-terminale. Ce 
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domaine adoptant une structure en forme de pince à la base du miARN précurseur (54) est 
impliqué dans la reconnaissance et la liaison du pre-miARN (61-63).  
 
1.1.5 Protéines interagissant avec Dicer 
Même si la protéine Dicer isolée est apte à cliver la boucle terminale d’un pre-miARN, 
cette enzyme est, in vivo, associée à différents partenaires protéiques. Chez l’humain, Dicer 
interagit avec la protéine liant l’ARN TAR (TRBP) (64,65) et la protéine activatrice de PKR 
(PACT) (66) deux protéines contribuant à la formation du RNA-induced silencing complex 
(RISC; voir ci-dessous pour détails). Le rôle exact de ces protéines reste à être déterminer, 
mais il a été démontré que la suppression de ces dernières nuit à la production de miARN (66). 
L’un des modèles actuellement proposé (43,66-68) est que Dicer, TRBP et/ou PACT et 
possiblement Ago2 (voir ci-dessous) soient préalablement assemblés avant la liaison et le 
clivage du pre-miARN. Cet assemblage rendu possible par l’affinité qu’ont TRBP et PACT 
envers Dicer et Ago2 permettrait d’accélérer le clivage de la boucle terminale et la séparation 
des brins du duplex. 
 
1.1.6 Chargement du miARN sur RISC 
Suite au clivage de la boucle terminale par Dicer, le duplex de miARN est transféré à 
l’intérieur du RISC sur la protéine Ago2. La protéine Ago2 fait partie de la famille des 
argonautes et est composée des domaines N-terminal, PAZ, Mid et PIWI. Parmi ces derniers, 
les domaines PAZ et PIWI sont fonctionnellement les plus importants. Le domaine PAZ, 
retrouvé chez les argonautes, est similaire à celui de Dicer et permet aussi de lier une des 
extrémités 3' simple brin de deux nucléotides présentes sur le duplex de miARN (58,59,69,70). 
Le domaine PIWI peut lier l’extrémité 5' du brin guide (71,72), adopte une structure similaire 
à celle de la RNase H (70) et possède une activité nucléase dépendante de la présence d’un 
brin guide (73). Cette activité slicer permet à Ago2 de cliver le brin passager du duplex de 
miARN si l’appariement au brin guide est parfait ce qui en facilite la dissociation. Ce pre-
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miARN avec un brin passager clivé est nommé Ago2-cleaved pre-microRNA [ac-pre-miRNA, 
voir Figure 1-4 (74,75)].  
En plus d’Ago2, l’humain possède trois autres protéines argonautes bien caractérisées 
(Ago1, Ago3 et Ago4). Ces dernières ne possèdent pas d’activité slicer, mais sont tout de 
même utilisées dans les RISC pour l’inhibition de l’expression génique par les miARN (76-
78). Ne pouvant cliver le brin passager pour dissocier le duplex de miARN et conserver 
seulement le brin guide, les autres membres de la famille argonaute utilisent sans doute une 
hélicase dont l’identité reste encore inconnue (79). Une hélicase est aussi probablement 
utilisée par Ago2 lorsque l’appariement du duplex n’est pas parfait, ce qui est souvent le cas 
pour les miARN (80). Plusieurs hélicases pouvant s’associer avec RISC ont été identifiées 
(p68, p72, Gemin3/4, Mov10), mais aucune d’entre elles n’est une hélicase universelle 
(43,81). La séparation des brins du duplex se fait sans doute lors du transfert de Dicer à l’une 
des protéines argonautes. Après le clivage de la boucle terminale par Dicer, l’extrémité la plus 
stable du duplex est liée par TRBP, alors que l’autre extrémité est liée par Ago (82,83). Par la 
suite, le brin avec les bases les moins stables à son extrémité 5' est sélectionné comme brin 
guide et l’autre est dégradé (84,85). Le brin guide, étant correctement chargé sur le RISC, 
celui-ci peut spécifiquement inhiber l’expression de son ARNm cible par différents 
mécanismes. 
 
1.1.7 Reconnaissance de l’ARNm cible 
Pour la reconnaissance de l’ARNm cible, tous les nucléotides du miARN inclus dans le 
RISC n’ont pas la même importance. Il est connu depuis la découverte de lin-4 que les 
nucléotides présents à l’extrémité 5' du miARN sont les plus conservés en plus d’être 
complémentaires à ceux retrouvés sur l’ARNm (1,2,86). À l’aide d’études bioinformatiques, il 
a été précisé que les nucléotides importants à la spécificité des miARN sont localisés aux 
positions 2 à 7 du petit ARN (87). L’importance de cette région en 5' a également été 
confirmée expérimentalement par des études de mutagénèse (88). De plus, le chargement du 
miARN sur Ago force cette région à adopter une conformation similaire à celle d’une hélice 
de type A, tout en exposant les faces Watson-Crick au solvant (89). Cette structure de l’ARN 
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permet de faciliter la liaison du RISC à l’ARNm cible. Le site présent sur l’ARNm s’appariant 
parfaitement à cette séquence du miARN de six nucléotides nommé seed est soit précédé 
d’une adénosine, suivi d’un septième nucléotide apparié au miARN ou possède à la fois 
l’adénosine et le septième nucléotide supplémentaire [voir Figure 1-6 (90)]. Ces trois types de 
sites cibles canoniques sont, non seulement celles les plus fréquemment retrouvés chez les 
miARN connus (91), ils sont aussi les plus efficaces pour inhiber l’expression du gène cible 
(92). 
 
 
Figure 1-6. Les différents types de séquences seed des microARN et leur site d’appariement 
sur l’ARNm. Les barres verticales indiquent des paires de base Watson-Crick, le graphique 
(H) indique la fréquence des différents types de sites cibles. Provenant de (91). 
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Dans de rares cas (voir Figure 1-6F), une deuxième région du miARN s’apparie à 
l’ARNm cible. Cette région nommée site supplémentaire en 3' permet à environ quatre 
nucléotides supplémentaires de s’apparier à l’ARNm. L’effet de ce site supplémentaire sur la 
reconnaissance de l’ARNm cible pour un miARN liant un site canonique est faible et ce type 
de miARN est rare (91,93). Par contre, si un miARN dont la région seed lie un site non 
canonique possède une telle région appariée en 3', cette dernière peut jouer un rôle de 
régulateur important. Ces régions nommées site compensatoire en 3' (voir Figure 1-6G) 
permettent de compenser pour un appariement plus faible de la séquence seed. Par exemple, 
C. elegans possède plusieurs membres de la famille let-7 qui présentent tous la même 
séquence seed (let-7, miR-48, miR-84 et miR-241) alors que le reste de la séquence du 
miARN est variable (86). Étant exprimé avant let-7 dans le cycle de développement de C. 
elegans (94), miR-48/84/241 pourraient inhiber, de façon précoce, l’expression de lin-41 (4,5). 
Pour éviter cette inhibition, les sites let-7 présents sur l’ARNm lin-41 possèdent une séquence 
seed imparfaite pour la famille let-7 et un site compensatoire en 3' spécifique à let-7. Ces deux 
caractéristiques empêchent les miARN partageant la séquence seed de let-7 d’inhiber 
l’expression de lin-41 tout en permettant l’inhibition spécifique par let-7 (90,91). Malgré cette 
fonction régulatrice efficace, les sites compensatoires en 3' restent peu fréquents (voir Figure 
1-6H). 
Depuis la découverte des premiers miARN, il est connu qu’un miARN peut avoir 
plusieurs sites de liaison présents sur le même 3'-UTR d’un ARNm (1,2,4). Dans la majorité 
des cas, ces sites agissent de façon indépendante l’un de l’autre et leur effet est additif (93). 
Par contre, une coopérativité positive est observée lorsque deux sites d’un même miARN sont 
localisés de 8 à 40 nt l’un de l’autre (93). De plus, il a été démontré que cette coopérativité est 
également possible entre deux sites de miARN de séquences différentes exprimés dans une 
même cellule. Cet effet coopératif permet une réponse plus efficace à un changement de 
concentration des miARN et serait la conséquence d’un effet stabilisateur qu’ont les 
complexes RISC les uns sur les autres (95). La localisation d’un site de miARN à l’intérieur 
du 3'-UTR n’influence pas seulement son potentiel de coopérativité. En effet, d’autres règles 
concernant l’environnement du miARN régissent son efficacité d’inhibition. Par exemple, les 
sites de miARN les plus efficaces sont habituellement localisés dans les régions riches en 
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nucléotides A et U, près du codon stop et dans une région pauvre en structures secondaires 
(93). Pourtant, certains ARNm tels que Nanog, OCT4 et SOX2 possèdent des sites pour 
miARN fonctionnels localisés dans leur cadre de lecture (96). En résumé, certaines règles 
générales utilisent le positionnement des sites de miARN pour prédire leur efficacité, mais 
certains miARN demeurent efficaces tout en ne correspondant pas à ce consensus. 
 
1.1.8 Actions du RISC sur les ARNm 
La tâche du miARN mature incorporé dans RISC est de guider celui-ci vers un ARNm 
cible. Une fois que le RISC a lié cet ARNm, l’expression de ce dernier est inhibée par 
différents mécanismes qui sont toujours à l’étude aujourd’hui. Ce qui permet au RISC 
d’inhiber l’expression d’un ARNm, c’est sa capacité d’interaction avec plusieurs cofacteurs 
différents. La composition exacte du RISC est dynamique et la taille de ce complexe protéique 
varie de 150 kDa à plus de 3MDa (97-99), indiquant que les cofacteurs présents varient selon 
les besoins du RISC. Les composants minimaux du RISC sont une protéine argonaute et un 
brin d’ARN guide. Il est intéressant de noter que ce brin d’ARN n’est pas essentiel pour 
l’inhibition de l’expression et que son rôle est plutôt de déterminer la spécificité de 
l’interaction entre Ago et l’ARNm (100). Dans cette section, les mécanismes utilisés par le 
RISC et ses cofacteurs pour inhiber l’expression d’un ARNm seront décrits. Ce champ de 
recherche étant en pleine évolution, plusieurs de ces mécanismes sont encore des hypothèses 
de travail et certains mécanismes peuvent sembler contradictoires. 
Un partenaire essentiel du RISC pour l’inhibition de l’expression est la protéine 
GW182. Autant chez la drosophile que chez l’humain, la suppression de GW182 nuit à la 
répression de l’expression par les miARN (101). Le domaine N-terminal de GW182 contient 
plusieurs répétitions GW jouant un rôle dans l’interaction avec les protéines Ago (voir Figure 
1-7B) (102,103). L’autre domaine important de GW182 est le silencing domain situé à 
l’extrémité C-terminale. Ce domaine sert de plateforme d’interaction pour une multitude de 
cofacteurs participant à la répression de l’expression génique. Par exemple, le domaine PAM2 
est responsable de l’interaction avec la poly(A) binding protein (PABP, voir détails ci-
dessous). Le silencing domain de GW182 pourrait également interagir directement avec les 
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complexes de déadénylation CCR4-NOT et PAN2-PAN3 [voir détails ci-dessous (104-106)]. 
En liant Ago, puis en recrutant divers cofacteurs, GW182 est la plateforme qui permet au 
RISC d’inhiber l’expression génique en réprimant la traduction et/ou en déstabilisant l’ARNm 
par des mécanismes qui ne sont pas encore complètement élucidés (voir Figure 1-7A). La 
protéine GW182 est également responsable de diriger le complexe Ago/miARN/ARNm vers 
les P-bodies (107) où l’on retrouve les protéines nécessaires à l’inhibition de l’expression des 
ARNm (108).  
 
 
Figure 1-7. Rôle de la protéine GW182 dans l’inhibition de l’expression génique par les 
microARN. (A) Représentation schématique de la répression de la traduction et de la 
déadénylation induit par le complexe RISC. (B) Différents domaines d’interaction entre les 
protéines Argonautes et GW182. Provenant de (109). 
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Il est connu que les ARNm, dont la traduction est dépendante de la coiffe, sont 
sensibles à la répression de l’expression par les miARN, alors que des ARNm dont la 
traduction est indépendante de la coiffe possèdent une résistance à ce type de répression (110-
112). Cette dépendance à la présence de la coiffe, pour une répression de la traduction efficace 
par les miARN, suggère un lien entre les protéines interagissant avec la coiffe et le RISC (voir 
Figure 1-7A). Jusqu’à maintenant, les mécanismes exacts expliquant cette inhibition sont 
inconnus. Différents modèles controversés telle que la liaison directe d’Ago2 à eIF4E 
[eukaryotic initiation factor 4E, (113-115)] ou le blocage de la circularisation des ARNm par 
GW182 et PABP (116,117) apportent des pistes de solutions, mais sont contradictoires avec 
certaines études (109,118). De plus, il a récemment été démontré que la répression de 
l’initiation de la traduction par le RISC est possible même en absence de GW182 (119). Un 
modèle global expliquant les relations entre le RISC et l’initiation de la traduction dépendant 
de la coiffe reste donc à définir. 
Il a également été suggéré que la répression de la traduction se produise à l’étape de 
l’élongation, alors que les ribosomes sont déjà engagés sur l’ARNm (120). Ce modèle, tout en 
étant appuyé par la présence de protéines Ago avec des polysomes purifiés (120-122), 
n’explique pas comment le RISC pourrait réprimer la traduction à l’étape d’élongation. Il a été 
proposé que le RISC pourrait recruter différentes protéases responsables de la dégradation des 
protéines en cours de synthèse (120,123), mais ce modèle n’explique pas comment une 
protéine synthétisée directement au niveau du réticulum endoplasmique peut être régulée par 
les miARN (110,124). Encore une fois, quoique plusieurs études impliquent le RISC dans la 
régulation de l’élongation lors de la traduction, aucun mécanisme précis n’explique encore ce 
phénomène. 
L’autre mécanisme majeur, expliquant l’inhibition de l’expression génique par le 
miARN, est la déstabilisation des ARNm par la déadénylation. Tel que mentionné 
précédemment, la protéine GW182 interagit avec plusieurs cofacteurs dont les complexes de 
déadénylation CCR4-NOT et PAN2-PAN3 (104-106). En liant à la fois ces complexes 
protéiques et PABP, GW182 permet le positionnement idéal de la queue poly(A) pour induire 
la déadenylation (116). La déadénylation d’un ARNm est habituellement suivie du retrait de la 
coiffe en 5' par des enzymes tels que DCP1-DCP2, puis survient la dégradation de l’ARNm 
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par des exonucléases tels que Xrn1 (125). La déstabilisation des ARNm par leur déadénylation 
est donc un mécanisme menant à la destruction des ARNm contrairement à la répression de la 
traduction qui bloque seulement leur expression. 
De récentes études cinétiques (126,127) ont avancé un modèle à deux étapes 
expliquant l’inhibition provenant des miARN par plusieurs mécanismes. Dans ce nouveau 
modèle, la traduction est dans un premier temps réprimée, puis l’ARNm est déadénylé ce qui 
propose le retrait de la coiffe et éventuellement la dégradation de l’ARNm. Il est aussi possible 
que tous les mécanismes décrits ci-dessus soient indépendants les uns des autres et 
possiblement redondants. Le choix du mécanisme utilisé dépendrait donc de différents facteurs 
tels que la phase de développement de l’organisme ou celle du cycle cellulaire (124). Afin de 
compliquer davantage les effets potentiels du RISC sur l’expression des ARNm, il est 
intéressant de mentionner que certains miARN ont la capacité de stimuler l’expression de leur 
ARNm cible (128-131). Par contre, cet effet des complexes RISC est rare et semble pour 
l’instant limité aux cellules non prolifératives. En résumé, malgré l’obtention de nombreuses 
informations au cours des dernières années, beaucoup de travail reste à faire afin de connaitre 
les mécanismes régissant la répression de l’expression génique par le RISC. 
 
1.1.9 Voies de biogenèse alternatives 
Bien que la voie de biogenèse canonique décrite précédemment génère la majorité de 
miARN chez les animaux (voir Figure 1-4 et Figure 1-8A), il existe des voies de biogenèse 
alternatives indépendantes de Drosha ou de Dicer. Par exemple, les mirtrons sont des miARN 
dont la forme précurseur est le produit d’un épissage plutôt que de provenir de Drosha (35-37). 
Dans certains cas d’épissage, les mirtrons possèdent une longue extrémité simple brin qui 
n’est pas compatible avec la machinerie d’exportation au cytoplasme. Ces mirtrons non 
conventionnels subissent donc une étape de maturation additionnelle par une exonucléase qui 
retire ces nucléotides supplémentaires [voir encadré de la Figure 1-8B (132)].  
En fait, l’enzyme Drosha est celle qui est le plus souvent remplacée dans les voies non 
canoniques (voir Figure 1-8B). Par exemple, certains miARN précurseurs proviennent des 
ARN de transfert (ARNt). Chez la souris, l’ARNt de leucine peut adopter deux conformations 
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différentes. En plus du repliement classique en trèfle reconnu par la RNase P, cet ARNt peut 
adopter une structure en tige-boucle. Cette tige possède deux nucléotides simple brin en 3' et 
peut être reconnue directement par l’Exportin-5 et Dicer (133). De plus, le génome du virus 
MHV68 (murine γ-herpes-virus 68) contient une tige boucle en aval d’une structure semblable 
à un ARNt précurseur. Suite à son clivage par la tRNAse Z lors du processus de maturation, la 
tige-boucle produite possède toutes les caractéristiques d’un pre-miARN (134). Cette stratégie 
permet donc au virus de produire des miARN indépendamment de Drosha. 
 
Figure 1-8. Comparaison des voies de biogenèses canonique et alternatives des miARN chez 
les animaux. (A) Voie de biogenèse canonique des miARN par Drosha et Dicer. (B) Plusieurs 
voies de biogenèses alternatives sont indépendantes de Drosha pour la génération d’un pre-
miARN. (C) Certains produits de Drosha peuvent être incorporés directement sur Ago2. 
Provenant de (135). 
 
Il existe aussi une catégorie de petits ARN dont l’une des deux extrémités, analogue à 
celle d’un pre-miARN, est définie lors de la transcription (voir Figure 1-8B). Cette classe 
d’ARN nommée court ARN en tige-boucle endogène ou endo-shRNA possède parfois une 
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extrémité simple brin qui doit être retirée avant l’exportation au cytoplasme (133). Cette étape 
de maturation supplémentaire est possiblement la même que celle utilisée par les mirtrons. 
Finalement, la dernière voie permettant d’éviter le clivage par Drosha est celle des petits ARN 
interférant endogènes ou endo-siARN. En plus d’être utilisé par la réponse immunitaire (136), 
le clivage d’un ARN double brin endogène suivi de son incorporation dans RISC est un 
phénomène retrouvé dans certains types de cellules. Les ovocytes et les embryons par 
exemple, sont tolérants à l’ARN double brin et utilisent le système endo-siARN pour réprimer 
l’expression de certains gènes (133,137,138). 
L’endonucléase Dicer semble plus difficile à remplacer lors de la maturation des 
miARN. Pourtant, il existe un cas de miARN pouvant passer outre le clivage par Dicer (voir 
Figure 1-8C). Après son exportation dans le cytoplasme, pre-miR-451 est directement chargé 
sur une protéine Argonaute possédant une activité slicer qui retire le brin complémentaire en 
3'. Les quelques nucléotides supplémentaires sont par la suite retirés par une nucléase 
inconnue, pour produire un RISC fonctionnel. Malgré l’abondance de voies de biogenèses 
alternatives, il est important de souligner que la voie canonique de maturation est responsable 
de la production de la majorité des miARN fonctionnels. C’est donc sur cette dernière que ce 
concentrera cette thèse. 
 
1.1.10 Comparaison avec la biogenèse des miARN chez les plantes 
Bien que ce travail porte sur la voie de biogenèse des miARN chez les animaux, il 
convient de mentionner que les plantes possèdent également un système de régulation par de 
petits ARN. La voie de biogenèse et les effets des miARN chez les plantes sont différents de 
ceux retrouvés chez les animaux. En fait, il est possible que ces deux règnes du vivant aient 
développé leur système de régulation par les miARN indépendamment l’un de l’autre. Ces 
deux différentes voies de miARN proviendrait d’un système ancestral commun de siARN, 
utile pour la défense contre les invasions virales (139). 
La plupart des étapes de la biogenèse des miARN chez les plantes sont différentes de 
celles retrouvées chez les animaux. Tout d’abord, les loci de miARN chez les plantes ont 
habituellement leur propre unité de transcription et leur expression est donc indépendante des 
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protéines. Aussi, si les végétaux possèdent quelques polycistrons de miARN ces derniers 
contiennent habituellement une répétition du même miARN plutôt que plusieurs miARN 
différents tels que retrouvés chez les animaux (140). Ce transcrit primaire de quelques 
centaines de nucléotides est par la suite clivé une première fois par une endonucléase nommée 
Dicer-like 1 (DCL1). Le pre-miARN produit est immédiatement clivé une deuxième fois par 
DCL1 qui retire la boucle terminale générant ainsi le duplexe de miARN (141). En plus 
d’utiliser la même enzyme pour cliver le pri-miARN et le pre-miARN, les plantes effectuent 
ces premières étapes de biogenèse dans le noyau, à l’intérieur de structures nommées dicing-
bodies (142,143). Avant l’exportation au cytoplasme par HASTY, un homologue d’Exportin-5 
(142), les duplexes de miARN sont 2'-O-méthylés par la protéine nucléaire HEN1 (144). Cette 
modification post-transcriptionnelle a pour but de protéger l’extrémité 3' du duplexe contre 
l’uridylation qui entrainerait la dégradation de l’ARN (145). 
Le mode d’action des miARN de plantes sur les ARNm est similaire à celui des 
animaux. Suite à leur exportation au cytoplasme, l’un des brins du duplex est chargé sur une 
protéine Ago (142). Chez A. thaliana, la protéine Ago1 est la plus utilisée (146), mais 
contrairement aux animaux, il semble que toutes les protéines Ago de cette espèce possèdent 
une activité slicer (139,147). Lors de la reconnaissance de l’ARNm cible, les RISC de plante 
se lient avec une complémentarité presque parfaite à l’extrémité 5'-UTR, au cadre de lecture 
ou à l’extrémité 3'-UTR de cet ARN messager (148). Cet appariement presque parfait permet 
le clivage de la cible par Ago, mais la répression directe de la traduction par RISC a également 
été observée (149). En résumé, si les principes de bases régissant l’inhibition de l’expression 
par les miARN sont les mêmes chez les plantes et les animaux, la biogenèse et le mode 
d’action de ces derniers sont différents. L’importance de la régulation par les miARN est 
également différente. Si on estime que 30% des gènes humains codant pour des protéines sont 
régulés par des miARN, seulement 1% des gènes de plantes possèdent une telle régulation 
(139). 
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1.2 Régulation post-transcriptionnelle des microARN 
La voie de biogenèse des microARN, avec ses multiples étapes de maturation 
successives, est une cible potentielle pour des mécanismes de régulation post-
transcriptionnelle. Effectivement, divers facteurs cellulaires interagissent spécifiquement avec 
les formes immatures de certains miARN afin de moduler leur biogenèse. Dans cette section, 
différentes protéines permettant une telle régulation post-transcriptionnelle des miARN seront 
décrites. 
 
1.2.1 Édition des miARN par ADAR 
Parmi les facteurs pouvant réguler les miARN de façon post-transcriptionnelle, on 
retrouve une classe d’enzymes capable d’éditer la séquence de ces ARN. Les membres de la 
famille ADAR (Adenosine deaminases acting on RNA) peuvent lier l’ARN double brin et 
désaminer les adénosines en inosine. Les vertébrés comptent trois membres de la famille 
ADAR (ADAR1-3) tous composés de multiples dsRBD et d’un domaine désaminase (150-
152). Bien que son domaine désaminase semble fonctionnel, aucune activité n’a été observée 
chez ADAR3 (153,154). Les fonctions régulatrices semblent donc réservées aux deux 
membres restant de la famille. Le changement d’adénosine pour inosine a plusieurs 
conséquences pour l’ARN. D’abord, la nouvelle paire de base I•U adopte une conformation 
wobble qui modifie la structure locale de l’ARN double brin. L’adénosine ainsi modifiée sera 
reconnue comme étant une guanosine lors de l’appariement d’un brin complémentaire. La 
modification A→I a donc le potentiel de changer la structure de l’ARN ainsi que le message 
contenu dans ce dernier. 
Le pouvoir régulateur d’ADAR dans la biogenèse des miARN a été démontré pour la 
première fois avec miR-142 (155). L’édition du pri-miR-142 par ADAR1 et ADAR2 modifie 
11 adénosines présentes sur ce transcrit primaire. La désamination de ces nucléosides, en 
particulier ceux localisés à la base de la tige, inhibe le clivage par Drosha. Il est possible que 
cette inhibition soit causée par un changement de structure de l’ARN suite à ces multiples 
modifications (155). Par contre, la répression de Drosha pourrait également être expliquée par 
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l’encombrement stérique causé par la liaison d’ADAR sur le pri-miARN. En effet, en utilisant 
des dsRBD non spécifiques pour lier les pri-miARN il est donc concevable que Drosha et 
ADAR soient en compétition pour lier les mêmes cibles (156). Une régulation similaire a 
également été observée chez miR-151 (157). Dans ce cas, ADAR1 désamine quelques 
adénosines sur le transcrit primaire ainsi que sur le microARN précurseur. Contrairement à 
miR-142, ces modifications ne bloquent pas le clivage par Drosha, mais plutôt celui de Dicer. 
Dans les deux cas, l’introduction de paires de bases I•U dans les formes immatures du miARN 
induit le recrutement de Tudor-SN (158), une nucléase clivant l’ARN double brin. La 
répression de la biogenèse par ADAR semble donc flexible, étant apte à inhiber le clivage de 
Drosha ou de Dicer tout en induisant la dégradation du miARN immature cible. 
L’édition d’un miARN par ADAR, lors de sa biogenèse, n’est pas toujours synonyme 
de répression et de dégradation. Chez l’humain, le polycistron miR-376 traverse la voie de 
biogenèse canonique normalement malgré la présence de plusieurs sites de désamination sur 
cinq des sept miARN composant ce polycistron (159). Si ces changements A→I n’affectent 
pas la biogenèse de ces miARN, l’effet régulateur reste important. En effet, la majorité de ces 
sites sont localisés dans les séquences seed des miARN matures. Il a été démontré que le 
remplacement d’une adénosine par une inosine dans ces séquences seed est suffisant pour 
changer la spécificité du miARN (159). Par conséquent, l’interaction des protéines ADAR 
avec les miARN du polycistron miR-376 au cours de leur biogenèse suffit à les rediriger vers 
une nouvelle cible. 
L’importance exacte de la régulation des miARN par ADAR reste encore à déterminer. 
Il est estimé que 6% des pri-miARN sont modifiés par ADAR (160), mais ceci n’est qu’une 
supposition, peut-être sous-estimée, puisque de nombreux pri-miRNA peuvent être désaminés 
in vitro (155). De plus, puisqu’il est connu qu’une désamination n’est pas suffisante pour 
prédire la répression de la biogenèse (156) l’impact réel d’ADAR sur ces microARN cibles 
reste à déterminer.  
Ce qui module la spécificité d’ADAR reste également à découvrir. Il est connu que 
l’expression d’ADAR1 varie selon les tissus grâce à sa répression par le miARN miR-1 (161). 
Il a également été démontré qu’ADAR1 et ADAR2 ne modifient pas les mêmes adénosines et 
que ces deux enzymes sont en compétition (159). Il est donc concevable que l’expression de 
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chacune des enzymes soit modulée par des miARN afin qu’elles soient exprimées seulement 
dans les tissus qui demandent une répression ou une redirection de certains miARN. Une fois 
exprimée dans la bonne cellule, ADAR reconnait sans doute son adénosine cible par la 
présence de renflements (bulges) sur la tige du pri-miARN (162), ainsi que par le voisinage 
immédiat du nucléotide (163-165). Ces règles sur les préférences d’ADAR ont été déterminées 
avec des ARNm avant que le rôle de cette classe d’enzyme dans la biogenèse des miARN soit 
connu. À ce jour, il n’a pas été confirmé que la reconnaissance d’un pri-miARN par ADAR 
s’effectue de la même façon. 
 
1.2.2 Mono-uridylation des miRNA du groupe II de la famille let-7 
L’importance du miARN let-7 a déjà été mentionnée dans cette thèse. En plus de son 
rôle critique dans le développement temporel de plusieurs organismes, une mauvaise 
régulation de ce miARN est fréquemment retrouvée dans certains cancers. Chez les 
mammifères, le miARN let-7 est présent en plusieurs copies différentes [voir détails dans la 
section 1.4 (166,167)]. Ces différentes copies de let-7 (let-7a, let-7b, etc.) possèdent toutes une 
séquence seed identique, alors que le reste du miARN mature est légèrement variable. Parmi 
les membres de la famille let-7, certains miARN différents peuvent contenir le même miARN 
mature associé à des boucles terminales variables. Les miARN de ce type sont différenciés à 
l’aide d’un chiffre. Par exemple, chez l’humain, le miARN let-7a mature est le produit de pre-
let-7a-1, pre-let-7a-2 et pre-let-7a-3. Malgré le fait que les membres de cette famille partagent 
des séquences et des fonctions semblables, ces derniers ne subissent pas tous les mêmes 
modes de régulation post-transcriptionnelle. 
Les membres de la famille let-7 sont sous-divisés en deux groupes (I et II) selon leurs 
extrémités suite au clivage par Drosha (voir Figure 1-9). En effet, si les membres du groupe I 
possèdent une extrémité 3' présentant 2 nt simple brin, les pre-miARN du groupe II ont un seul 
nucléotide à cette extrémité suite à l’action de Drosha (166). Ce produit atypique de Drosha 
est sans doute causé par la présence d’un renflement d’une uridine, en 5', près du site de 
clivage de l’enzyme chez les membres du groupe II. Ce nucléotide, potentiellement positionné 
à l’extérieur de l’hélice, est ignoré par l’endonucléase lors du clivage et permet au pre-miARN 
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de former une paire de base U•U supplémentaire (voir Figure 1-9B). Cette extrémité simple 
brin à un seul nucléotide des miARN du groupe II ne peut être liée efficacement par Dicer 
(voir section 1.1.4 sur la spécificité de cette enzyme). La maturation des membres du groupe II 
dépend donc d’une classe d’enzymes responsable de l’ajout d’un nucléotide supplémentaire à 
l’extrémité 3' de ces pre-miARN. 
 
Figure 1-9. Représentation des structures adoptées par les pri-miARN des groupes I et II de la 
famille let-7. (A) Les membres du groupe I possèdent une extrémité de 2 nt simple brin en 3' 
après le clivage par Drosha. (B) Ceux du groupe II ont un seul nucléotide simple brin 3' après 
l’action de Drosha. Ces derniers ont donc besoin d’une mono-uridylation afin de permettre 
leur clivage par Dicer. Les séquences des miARN matures en 5' sont en lettres majuscules 
bleues ou rouges, alors que celles des brins complémentaires en 3' sont en lettres majuscules 
noires. Les sites de clivage de Drosha sont mis en évidence par les flèches noires en plus 
d’être encadrés en jaune. Adaptée de (166). 
 
Les enzymes responsables de cet ajout sont des tutases (TUT) capables de 
monouridyler (ajouter une uridine) spécifiquement l’extrémité 3' des pre-miARN du groupe II 
(166). Trois tutases différentes (TUT2/4/7) peuvent lier transitoirement ces miARN 
précurseurs afin d’ajouter le nucléotide manquant à leur reconnaissance par Dicer (166,168). 
Les caractéristiques moléculaires permettant cette liaison spécifique par les tutases ne sont 
toujours par connues. Bien que cette interaction soit essentielle à la maturation de ce sous-
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groupe de miARN, aucun rôle de régulation de l’expression génique n’a encore été attribué à 
ce mécanisme de mono-uridylation. Pourtant, 90% des miARN de la famille let-7 exprimés 
chez les vertébrés font partis du groupe II (166). La mono-uridylation est donc une 
modification post-transcriptionnelle avec un grand potentiel régulateur. 
 
1.2.3 Régulation par SF2/ASF 
Contrairement à ADAR et aux tutases, certains facteurs protéiques n’ont pas à modifier 
la séquence des miARN immatures pour influencer leur biogenèse. La protéine splicing factor 
2/alternative splicing factor (SF2/ASF) est connue pour son implication dans l’épissage 
constitutif et alternatif des ARNm (169,170). Par un épissage alternatif, cette protéine est 
capable d’autorégulation en produisant divers isoformes inactifs de son propre ARNm (171). 
En plus de son rôle dans l’épissage des ARNm, SF2/ASF est impliquée dans la régulation 
post-transcriptionnelle de certains miARN. L’un des miARN les plus affectés par cette 
protéine est miR-7 (172), un miARN conservé et considéré comme suppresseur de tumeurs 
(173). Bien que SF2/ASF ne soit pas essentielle à l’expression de miR-7, la présence de la 
protéine améliore la production de ce miARN (172). 
Cette fonction régulatrice de SF2/ASF est indépendante de son rôle dans l’épissage des 
ARNm. Il a plutôt été démontré in vivo et in vitro que cette protéine est capable de lier 
directement le transcrit primaire de miR-7 (172). La région d’interaction de la protéine est 
localisée sur la tige du pri-miARN, sous le site de clivage de Drosha. Cette interaction est 
spécifique, puisque la mutation de la séquence d’ARN reconnue par SF2/ASF retire tous les 
effets régulateurs de la protéine (172). La formation de ce complexe permet de stimuler le 
clivage du pri-miR-7 par Drosha, mais les mécanismes expliquant les effets de SF2/ASF sur 
l’endonucléase restent inconnus. La stimulation de la biogenèse de miR-7 par SF2/ASF fait 
partie d’une boucle de rétroaction négative. En effet, ce miARN mature cible l’ARNm de 
SF2/ASF. En stimulant la maturation de miR-7, SF2/ASF induit donc sa propre répression 
(172).  
Près de quarante miARN différents sont possiblement régulés par cette protéine. Parmi 
ces derniers, il a été démontré expérimentalement que miR-29b-1, miR-221 et miR-222 voient 
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leur biogenèse stimulée lors de l’expression de SF2/ASF. De plus, le rôle de régulateur post-
transcriptionnel de cette protéine est spécifique à un groupe de miARN, puisque la biogenèse 
de miR-29b-2 n’est pas affectée par SF2/ASF. En définissant mieux quels sont les miARN 
régulés par cette protéine, il sera sans doute possible de comprendre les mécanismes par 
lesquels SF2/ASF améliore la production de pre-miARN par Drosha. 
 
1.2.4 Régulation par KSRP 
D’autres protéines, d’abord décrites comme des facteurs impliqués dans l’épissage des 
ARNm, jouent un rôle dans la régulation post-transcriptionnelle des miARN. C’est le cas de 
KH-type splicing regulatory protein (KSRP) une protéine conservée qui est impliquée dans 
plusieurs étapes de la production et de la localisation des ARNm (174,175). Cette protéine 
contient quatre domaines KH tous capables de lier l’ARN (voir Figure 1-10A). De plus, 
l’arrangement particulier des domaines KH2 et KH3 est propice aux interactions protéine-
protéine (176).  
 
Figure 1-10. Interaction de KSRP avec la boucle terminale de let-7a-1. (A) Représentation 
schématique de KSRP, les quatre domaines KH liant l’ARN sont mis en évidence. Provenant 
de (177). (B) Structure secondaire possible de la boucle terminale du miARN let-7a-1. Les 
nucléotides en gras mettent en évidence le site de liaison de KSRP identifié par Nicastro et al. 
(177). 
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Ces caractéristiques permettent à KSRP de stimuler la biogenèse d’un groupe de 
miARN. Il a en effet été démontré que la présence de KSRP est importante à la biogenèse de 
certains microARN dont let-7a-1 (178). En liant directement le miARN, KSRP permet 
l’assemblage des complexes protéiques contenant Drosha et Dicer, ce qui entraine la 
maturation normale du microARN. La présence de KSRP semble essentielle à plusieurs 
miARN puisque la répression de cette protéine bloque l’interaction de Drosha à pri-let-7a-1 et 
pri-miR-21 tout en réduisant la liaison de Dicer à ces miARN (178). Conséquemment, on 
observe une forte expression de Myc et Ras, deux cibles de let-7, dans les cellules où KSRP 
est réprimée. 
Cet effet de KSRP est spécifique à certains miARN puisque sa répression n’affecte pas 
tous les miARN. La protéine reconnait spécifiquement un site présent dans la boucle terminale 
de let-7a-1 (TL-let-7a-1) et la présence de cette dernière suffit à rendre la biogenèse de ce 
miARN dépendant de KSRP (178). Une étude récente a démontré que l’interaction spécifique 
est causée par la liaison du domaine KH3 à une région riche en guanines présente et conservée 
dans la boucle terminale de let-7 [voir Figure 1-10B (177)]. Les domaines KH2 et KH4 
contribuent faiblement à l’interaction en augmentant l’affinité globale de la protéine. 
L’interaction de KSRP avec let-7 est un bon exemple de régulation post-transcriptionnelle 
spécifique d’un miARN par une protéine ne faisant pas normalement partie de la voie de 
biogenèse canonique. 
 
1.2.5 Régulation par hnRNP A1 
Les effets de certaines protéines modulant la biogenèse des miARN sont parfois plus 
complexes. La protéine hnRNP A1 a d’abord été caractérisée comme un facteur impliqué dans 
l’épissage alternatif (179-182) et l’exportation des ARNm (183,184). Puis, cette protéine a été 
associée à la traduction (185) et à la stabilité des ARNm (186). Récemment, hnRNP A1 a été 
définie comme un facteur pouvant réguler de façon post-transcriptionnelle la biogenèse de 
quelques miARN (187-189). Cette protéine a une taille de 320 acides aminés et comporte deux 
domaines principaux. Le domaine N-terminal est composé de deux motifs de reconnaissance 
de l’ARN (RRM) repliés indépendamment qui s’associent pour reconnaitre une seule 
 31 
séquence d’ARN (190-192). Ce domaine, appelé unwinding protein 1 (UP1), a la capacité de 
dérouler les hélices d’ARN et peut donc agir comme une chaperonne à ARN (193,194). Le 
domaine C-terminal de hnRNP A1 est riche en glycines, peut également lier les acides 
nucléiques et permet à la protéine de se répandre de façon coopérative sur son ARN cible 
(195). 
 
Figure 1-11. Mécanisme démontrant l’importance de la boucle terminale de let-7a-1 dans sa 
régulation par KSRP et hnRNP A1. (A) Lorsque la concentration de KSRP est plus forte que 
celle de hnRNP A1, KSRP lie la boucle terminale de let-7a-1 et stimule le recrutement de 
Drosha. (B) Par contre lorsque hnRNP A1 est abondante, celle-ci déplace KSRP et inhibe le 
clivage par l’endonucléase. Adaptée de (187) 
 
En plus de ses rôles dans la biogenèse des ARNm, il est maintenant connu que 
hnRNP A1 est également impliquée dans la voie de maturation de quelques miARN. Il a 
d’abord été démontré que cette protéine peut lier spécifiquement le transcrit primaire de miR-
18a afin de permettre son clivage par Drosha (189). Ce miARN fait partie du polycistron miR-
17-92 décrit précédemment dans cette thèse comme un oncogène bien caractérisé (voir section 
1.3.2). Ce transcrit primaire comporte donc plusieurs microARN précurseurs, mais seul miR-
18a est dépendant de hnRNP A1 pour son clivage par l’endonucléase Drosha. Les séquences 
voisines de pre-miR-18a dans ce polycistron sont également essentielles. En effet, ce pre-
miARN devient indépendant de hnRNP A1 suite à son introduction dans un nouveau 
polycistron (189). Il a été proposé que la liaison de la protéine à pri-miR-18a permette à 
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l’ARN d’adopter une structure optimale pour sa reconnaissance et son clivage par Drosha 
(188,189). En effet, la liaison de hnRNP A1 permet une relaxation du bas de la tige de pri-
miR-18a, dans la région du site de clivage par Drosha. L’introduction de mutations 
contraignant le transcrit primaire à adopter cette structure relaxée permet d’ailleurs à miR-18a 
d’être indépendant de cette protéine (188). Cette action de la protéine est sans doute rendue 
possible par l’activité chaperonne de son domaine UP1 (193,194,196). 
Le rôle de hnRNP A1 dans la biogenèse des miARN est complexe. Si la liaison de 
cette protéine est essentielle à la biogenèse de miR-18a, celle-ci inhibe la maturation du 
miRNA let-7a-1 (187,188). En effet, la présence de hnRNP A1 dans certains types cellulaires 
différenciés corrèle bien avec une faible expression de ce miARN. De plus, une surexpression 
de la protéine a pour conséquence l’inhibition de la biogenèse de ce microARN (187). Des 
études de protection aux ribonucléases ont démontré que la liaison de hnRNP A1 modifie la 
structure de la boucle terminale de let-7a-1 suite à la reconnaissance de la séquence consensus 
5'-UAGGGA/U-3'. Cette séquence est présente chez plusieurs membres de la famille let-7 et 
contient la région riche en guanines reconnue par la protéine KSRP (voir Figure 1-10B). C’est 
cette compétition pour lier le même site qui explique le rôle inhibiteur de hnRNP A1 (voir 
Figure 1-11). Lorsque la concentration de hnRNP A1 est faible comparée à celle de KSRP, 
cette dernière peut lier TL-let-7a-1 et recruter Drosha. Par contre, lorsque la concentration de 
hnRNP A1 est élevée, cette dernière lie la boucle terminale de pri-let-7a-1 et empêche de 
liaison de KSRP. La protéine KSRP étant essentielle au clivage de pri-let-7a-1 par Drosha, 
cette compétition inhibe la maturation de ce miARN (187). Puisque hnRNP A1 est présente 
dans le cytoplasme (183), il est possible que cette dernière inhibe le clivage de Dicer grâce à 
cette compétition avec KSRP. Pour l’instant, une telle inhibition de la maturation des pre-
miRNA let-7 par hnRNP A1 n’a pas été observée. 
Il est intéressant de constater que hnRNP A1 permet l’expression d’un miRNA 
oncogène alors qu’elle inhibe la biogenèse d’un autre miARN suppresseur de tumeur. Puisque 
trop peu de cibles de cette protéine sont connues, il est trop tôt pour affirmer que hnRNP A1 
joue le rôle d’un oncogène dans la régulation de la biogenèse des miARN. Par contre, étant 
donné que cette protéine n’est pas exprimée dans tous les tissus (197), on peut avancer 
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l’hypothèse que l’expression de hnRNP A1 induit des changements permettant la prolifération 
cellulaire (198).  
Que la biogenèse de let-7a-1 dans les cellules différenciées soit contrôlée par la 
compétition entre KSRP et hnRNP A1 pour la liaison de boucle terminale met en évidence 
l’importance de cette dernière. Il est estimé que 14% des miARN possèdent une boucle 
terminale conservée au travers des espèces (188). Cette pression sélective indique sans doute 
qu’elles sont essentielles à la fonction de leur miARN, possiblement par leur capacité à lier 
spécifiquement divers facteurs cellulaires. 
 
1.2.6 Introduction au complexe Lin28 et let-7 
La régulation de la biogenèse des miARN de la famille let-7 par la protéine Lin28 est 
probablement le meilleur exemple en termes de régulation spécifique de la biogenèse de 
miARN par une protéine. La protéine Lin28 est connue pour jouer un rôle dans la régulation 
temporelle du développement à l’aide de différents mécanismes de régulation de l’expression 
génique. Cette thèse s’intéresse plus précisément à sa capacité d’inhiber la maturation des 
miARN de la famille let-7. Par conséquent, le reste de cette introduction détaille 
principalement l’état actuel des connaissances sur la famille de miARN let-7 ainsi que sur la 
protéine Lin28. En dernier lieu, la structure et les fonctions du complexe formé par ces deux 
molécules seront décrits. 
Avant d’étudier en détail le complexe Lin28/let-7, il est bon de résumer comment 
Lin28 s’intègre aux différentes protéines permettant une régulation post-transcriptionnelle de 
la famille let-7. Dans cette section (1.2), trois protéines différentes contrôlant la biogenèse de 
ces miARN ont été présentées. Premièrement, trois différentes tutases permettent la mono-
uridylation des miARN du groupe II afin de rendre possible leur clivage par Dicer. Ce 
mécanisme de mono-uridylation est vrai en l’absence de Lin28. Si la protéine est présente, 
l’interaction des tutases avec le pre-miARN est stabilisée et plusieurs uridines sont ajoutées. 
Cette poly-uridylation envoie le miARN immature dans une voie de dégradation [voir détails 
section 1.6.1 (199-204)]. La présence de Lin28 inverse donc complètement la fonction des 
tutases.  
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Deuxièmement, il y a compétition entre KSRP, qui stimule la biogenèse des miARN 
let-7, et Lin28 qui inhibe leur maturation (177,178). Jusqu’à présent, les mécanismes 
expliquant cette compétition sont incertains, puisque les sites de liaison principaux des deux 
protéines semblent parfois différents. De plus, il n’a pas été déterminé si cette compétition 
avait lieu dans le noyau ou le cytoplasme.  
Troisièmement, il n’y a pas de compétition entre hnRNP A1 et Lin28 puisque hnRNP 
A1 est exprimée dans les cellules somatiques et Lin28 dans les cellules non différenciées 
(187). Au contraire, hnRNP A1 permet de réprimer let-7 dans certains tissus où Lin28 est 
absent. Toutes ces différentes interactions de Lin28 seront approfondies dans le reste de cette 
thèse, mais il était important de les mettre en contexte avec d’autres régulateurs des miARN 
afin d’apprécier les implications majeures qu’a l’interaction entre Lin28 et les formes 
immatures de let-7. 
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1.3 Importance des microARN 
En contrôlant l’expression de près de 30% des gènes codant pour des protéines chez les 
vertébrés (90), les miARN jouent un rôle majeur dans la cellule. Les miARN sont impliqués 
dans de multiples processus biologiques tels que l’apoptose, la sécrétion d’insuline, la 
différenciation musculaire et l’hématopoïèse (205,206). Cette thèse portant sur la régulation de 
la biogenèse des miARN, un simple survol de deux fonctions majeures des miARN sera 
effectué. Dans cette section, le rôle des miARN dans la régulation temporelle du 
développement sera abordé. De plus, l’implication de quelques microARN dans différents cas 
de cancer sera discutée. 
 
1.3.1 Rôle des microARN dans la régulation temporelle 
La fonction des miARN dans la régulation temporelle du développement a 
principalement été étudiée chez C. elegans. C’est d’ailleurs chez cet organisme modèle qu’ont 
été découverts les deux premiers miARN importants dans la régulation du développement. La 
maturation de C. elegans passe par quatre stades larvaires (L1 à L4) avant d’être considéré 
adulte (voir Figure 1-12). La transition d’une phase à l’autre est contrôlée par les facteurs de 
transcription LIN-14, HBL-1 et LIN-29 qui coordonnent respectivement les passages L1/L2, 
L2/L3 et L4/adulte (207). Le miARN lin-4, exprimé à la fin du stade L1 (voir Figure 1-1), 
permet l’inhibition de l’expression de LIN-14 et donc le passage à L2 (208,209). Le passage 
au stade L3 est permis par la répression du facteur de transcription HBL-1 présent aux stades 
L1 et L2. Cette répression est effectuée par plusieurs miARN différents (let-7, mir-58, mir-84 
et mir-241) faisant tous partie de la famille let-7. L’activité de ces miARN est redondante et 
leur mutation simultanée est nécessaire pour empêcher la répression de HBL-1 (94). Cette 
inhibition par la famille let-7 est modulée positivement par NHL-2, une protéine s’associant au 
RISC (210). Finalement, la famille let-7 est impliquée dans une boucle de rétroaction avec le 
facteur de transcription DAF-12. Cette interaction permet d’intégrer des signaux de 
l’environnement tels que la température ou la disponibilité de la nourriture à la régulation 
temporelle du développement de C. elegans (211). La dernière étape de maturation larvaire est 
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contrôlée par LIN-29, un facteur de transcription réprimé par LIN-41 (voir Figure 1-12). Lors 
de l’expression du miARN let-7, la répression de LIN-41 permet l’activité de LIN-29 et donc 
le passage L4/adulte (4). Tel que discuté dans la section 1.1.7 de cette thèse, cette action 
spécifique de let-7 est rendue possible par le site compensatoire en 3' propre à ce miARN. 
 
Figure 1-12. Rôles des miARN dans le développement de C.elegans. Différents miARN (dans 
les boîtes grises) permettent de contrôler l’expression de LIN-14, HBL-1 et LIN-29 en 
interagissant directement ou indirectement avec leur ARNm (ligne bleue). Ces trois facteurs 
de transcription sont responsables du passage en stade L2, L3 et adulte de C. elegans. Chaque 
stade de développement est caractérisé par la division asymétrique d’une cellule (pointe noire) 
permettant de conserver des caractéristiques similaires à une cellule souche (stem cell-like self-
renewal division). Tout juste avant le stade L2, les cellules effectuent une division symétrique 
illustrée par la ligne rouge. Finalement, à fin du stage L4, les cellules se différencient et 
entrent dans le stade adulte (trois lignes horizontales superposées). Provenant de (207). 
 
Cette importance des miARN dans la régulation temporelle du développement est 
conservée chez les animaux. Tel que mentionné précédemment, la séquence et la fonction de 
let-7 sont conservées jusqu’aux mammifères (5). Tout comme chez C. elegans, let-7 y est 
seulement exprimé dans les cellules différenciées. Il a également été démontré que let-7 
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contrôle l’expression de lin-41 dans le développement de la souris (212). Le miARN lin-4 
possède également un homologue chez les mammifères, miR-125b, régulant la prolifération 
hématopoïétique (213). D’autres miARN sont importants pour le développement normal des 
mammifères. D’ailleurs, la suppression de Dicer chez la souris cause un arrêt du 
développement au début du stade embryonnaire (49). Bref, les miARN ont un rôle majeur 
dans la régulation temporelle du développement. Si la description de cette fonction s’est 
limitée aux animaux pour les besoins de cette thèse, il convient de mentionner que les plantes 
utilisent également des miARN pour contrôler leur développement (214). Que ces deux règnes 
du vivant adoptent indépendamment ce système de régulation temporelle démontre bien 
l’importance des miARN dans le développement. 
 
1.3.2 Les microARN et le cancer 
En plus de leurs rôles dans le développement normal des cellules, les miARN sont 
étudiés pour leurs fonctions de plus en plus établies dans certains types de cancer. Ayant décrit 
le pouvoir de contrôle qu’ont les miARN, il est peu surprenant qu’une dérégulation de ces 
derniers puisse avoir un effet marqué sur la croissance cellulaire et sur l’apparition de tumeurs. 
Cette section est un court résumé de l’état des connaissances actuelles sur le lien entre 
quelques miARN et le cancer.  
La tumorigenèse est fréquemment accompagnée d’une baisse marquée et générale des 
miARN matures, alors que les niveaux de pri- ou pre-miARN restent constants (215,216). Ce 
déséquilibre peut être causé par une mauvaise expression ou par l’introduction de mutations 
dans les différents facteurs responsables de la maturation des miARN (217). Par exemple, une 
mauvaise régulation de Drosha est liée à certains cancers (218). Aussi, une dérégulation de 
Dicer est fréquemment retrouvée dans les cellules cancéreuses (219,220) et une réduction des 
niveaux de cette enzyme est associée à un mauvais pronostique chez les patients avec un 
cancer du poumon (221). Les autres partenaires impliqués dans la maturation des miARN 
peuvent également être dérégulés lors de la tumorigenèse. En effet, le gène TRBP des cellules 
cancéreuses contient parfois des mutations diminuant son expression (222). Une telle 
dérégulation de la voie de la biogenèse des miARN affecte tous les miARN produits par la 
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cellule. Puisque 30% des gènes codant pour des protéines sont réprimés par les miARN, il est 
peu surprenant qu’une telle dérégulation ait un effet marqué sur la croissance cellulaire. 
Pourtant, il existe des miARN dont la mauvaise régulation individuelle provoque des 
conséquences importantes pour la cellule. 
La première évidence publiée qu’un groupe ciblé de miARN peut jouer un rôle majeur 
dans la tumorigenèse est associée au polycistron miR-15a-16. Il est connu que l’absence de ce 
polycistron dans le génome est un indice d’une grande susceptibilité à la leucémie (223). 
Lorsqu’ils sont correctement exprimés, les miARN de ce polycistron ciblent le gène anti-
apoptotique BCL-2 (224). En permettant ainsi l’apoptose cellulaire, miR-15a et miR-16 sont 
des miARN suppresseurs de tumeurs. À l’opposé, certains miARN qualifiés d’oncomiR sont 
surexprimés en cas de cancer. On retrouve dans cette catégorie le polycistron miR-17-92 qui 
est surexprimé dans plusieurs carcinomes (225). La fonction des miARN contenus dans ce 
polycistron n’est pas complètement connue, mais ils sont impliqués dans la régulation de la 
protéine suppresseuse de tumeur PTEN (87), ainsi que celle de E2F1 impliquée dans la 
régulation du cycle cellulaire (226). Un autre oncomiR bien caractérisé est miR-21. Ce dernier 
est surexprimé dans plusieurs types de cancers (227-229) et agit en ciblant le suppresseur de 
tumeur Programmed Cell Death 4 [PDCD4, (230)]. De plus, certains miARN sont associés à 
la formation de métastases. Ces métastamiR tels que miR-10b, miR-21 ou miR-373 favorisent 
la migration des cellules cancéreuses (231-233). 
L’un des miARN suppresseur de tumeur le plus connu et le mieux caractérisé est sans 
doute let-7. En plus d’être essentiel au développement cellulaire et de promouvoir la 
différenciation telle que mentionné précédemment, let-7 permet la répression de la 
prolifération. En ciblant des oncogènes tels que Ras (234), Myc (17) et HMGA2 (235), let-7 
limite la prolifération des cellules différenciées. Il est donc peu surprenant que l’on retrouve 
de faibles niveaux de let-7 dans certains cancers (236). La fonction régulatrice de let-7 est si 
importante pour le contrôle de la prolifération qu’il a été publié que la présence d’une 
mutation ponctuelle dans les séquences cibles de let-7 sur l’ARNm de Ras augmente les 
risques de cancer du poumon (237). 
Plusieurs facteurs peuvent expliquer la dérégulation d’un groupe particulier de 
miARN. Divers facteurs de transcription peuvent influencer la production de pri-miARN et 
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par le fait même, la quantité de miARN matures présente dans la cellule. En effet, la 
transcription de certains miARN est régulée par des oncosuppresseurs tel que p53 (238), alors 
que d’autres sont plutôt contrôlés par des oncogènes comme MYC (239). De plus, certains 
miARN font partie d’un réseau complexe de régulation et sont indirectement sous le contrôle 
d’autres miARN. Par exemple, le polycistron miR-103-107 peut provoquer une baisse globale 
de la production de microARN, tout en ciblant particulièrement la famille miR-200 (240). 
Cette répression entraine une production plus agressive de métastases. Finalement, la 
biogenèse de plusieurs miARN est contrôlée de façon post-transcriptionnelle (voir section 
1.2). Un dérèglement de cette régulation peut également expliquer des niveaux variables de 
miARN matures observés dans certains cancers (167). 
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1.4 Famille let-7 de microARN 
Let-7 est le premier microARN découvert chez l’humain suite à sa caractérisation chez 
C. elegans. Ce qui rend ce miARN particulier, c’est sa séquence et ses fonctions bien 
conservées à travers les espèces. En effet, tous les animaux bilatéraux possèdent au moins une 
copie de ce miARN. Chez les mammifères, les oiseaux, les reptiles et les poissons, plusieurs 
copies semblables de ce miARN sont regroupées sous l’appellation famille let-7 (241). Tous 
les membres de cette famille possèdent la même séquence seed, alors que le reste du miARN 
mature est légèrement variable. Un alignement de séquences de tous les membres de la famille 
let-7 présents chez l’humain (voir Figure 1-13) illustre bien cette conservation. En effet, les 
nucléotides 2 à 8 formant la séquence seed sont parfaitement conservés. Toutefois, le reste de 
la séquence mature est légèrement variable et les boucles terminales sont différentes pour 
chacun des membres. Dans certains cas, le même miARN mature est exprimé à partir de 
différents loci. Chez l’humain, par exemple, le miARN let-7a provient de trois différents loci 
(let-7a-1, let-7a-2 et let-7a-3, voir Figure 1-13). Tous les organismes ne possèdent pas les 
mêmes membres de la famille let-7. Effectivement, l’humain exprime neuf miARN let-7 
matures provenant de douze précurseurs différents, alors que la souris possède dix miARN let-
7 matures exprimés par treize précurseurs (166,167,241). Le peu de variabilité entre les 
multiples copies de let-7 dans les cellules mammifères rend difficile l’attribution de rôles 
individuels à chacune de ces copies (242). C’est pourquoi, le terme plus global let-7 est 
régulièrement employé lorsque les fonctions des miARN de cette famille sont étudiées. 
L’expression de let-7 est temporellement régulée chez tous les organismes où celui-ci 
est exprimé [voir section 1.3.1 (4,5,243)]. Ce contrôle est principalement causé par des 
mécanismes de régulation post-transcriptionnelle, puisque les niveaux de pri-let-7 sont 
constants au cours du développement alors que l’expression de let-7 mature y est variable 
(244-246). De plus, une augmentation de la production de pri-let-7 n’est pas nécessairement 
accompagnée d’une hausse de let-7 mature (247). Divers facteurs cellulaires impliqués dans la 
régulation post-transcriptionnelle de let-7 ont déjà été décrits (voir section 1.2), mais la 
protéine régulatrice clé de let-7 est sans doute Lin28 (199,201,245,248-250). En effet, Lin28 
 41 
est la protéine responsable de l’inhibition de la maturation de let-7 dans les cellules non 
différenciées ainsi que dans certains types de cancer (voir section 1.5 et 1.6 pour détails). 
 
 
Figure 1-13. Alignement de séquences des pre-miARN let-7 retrouvés chez l’humain. Les 
séquences des miARN matures en 5' sont en rouge, leur séquence complémentaire en bleue et 
la séquence de la boucle terminale (TL) en noire. Cette boucle terminale est la portion du pre-
miARN clivée par Dicer. Les astérisques indiquent les nucléotides parfaitement conservés 
parmi les séquences présentées. Les 13 pre-miARN de la famille let-7 chez humain (hsa) sont 
comparés au pre-let-7g de la souris (mmu). Les séquences provenant de miRBase (251) ont été 
alignées avec T-coffee (252). 
 
1.4.1 Rôle physiologique 
Le rôle de let-7 dans la régulation temporelle du développement chez C. elegans a déjà 
été décrit (voir section 1.3.1). Cette fonction est bien conservée au travers les espèces. Par 
exemple, chez D. melanogaster, let-7 est considéré comme un gène hétérochronique pour son 
contrôle de la prolifération cellulaire dans le développement des ailes durant la métamorphose 
(253,254). De façon plus générale, le rôle de let-7 est de promouvoir la différenciation 
cellulaire. 
Dans les cellules souches embryonnaires (cellules ES), let-7 est essentiellement absent 
alors que le polycistron miR-290-295 compte pour 60 à 70% de tous les miARN exprimés 
(255-257). Les miARN de ce polycistron permettent la transition rapide de la phase G1 à la 
phase S du cycle cellulaire en ciblant p21 et LATS2, des inhibiteurs de la Cyclin-dependent 
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Kinase 2 [Cdk2 (258)]. Ces miARN ciblent également d’autres régulateurs du cycle cellulaire 
tels que Wee1 et Fbxl5, ce qui permet au polycistron d’induire la prolifération et d’empêcher 
la différenciation cellulaire (259). Par un mécanisme indirect encore mal compris, miR-290-
295 maintient l’expression de Lin28 dans les cellules ES (260). Ce polycistron agit donc 
comme un inhibiteur indirect pour la maturation de la famille let-7. Lors de la différenciation, 
l’expression de miR-290-295 diminue suite à la répression de facteurs de transcription 
associés à la pluripotence tels que Nanog, Sox2 et Oct4 (257,260). Ceci permet l’initiation de 
l’expression du miARN let-7. Cette production augmente avec le processus de différenciation, 
puisque la production de let-7 fait partie de doubles boucles de rétroaction négatives avec 
Lin28 et Myc. Les membres de la famille let-7 ont plusieurs cibles permettant d’inhiber la 
prolifération et d’induire la différenciation cellulaire. Par exemple, let-7 réprime l’expression 
de Cdk4, Cdk6, Cell Division Cycle 25 Homolog A (CDC25A) et de Cyclin D1/2, ce qui 
ralenti la transition G1-S (242,261). La présence de let-7 inhibe également l’expression de 
Myc, Sal4 et Lin28, des facteurs associés à la pluripotence cellulaire (260,262). Bref, chez les 
mammifères tout comme chez C. elegans, l’expression de let-7 est essentielle à l’arrêt de la 
prolifération et permet la différenciation cellulaire. 
 
1.4.2 Suppresseur de tumeur 
L’activité suppresseuse de tumeurs de let-7 a déjà été brièvement abordée (voir section 
1.3.2). Par sa capacité à cibler les oncogènes Ras, Myc et HMGA2, let-7 limite la prolifération 
des cellules différenciées (17,234,235). Plus précisément, le miARN let-7 peut inhiber 
l’expression des trois gènes Ras (K-Ras, N-Ras and H-Ras) que possèdent les humains (234). 
Une dérégulation de ces gènes étant fortement associée au cancer du poumon (263,264), on 
peut considérer let-7 comme étant un gène régulateur de ce type de cancer (173,236,265). Le 
facteur de transcription Myc est un autre oncogène ciblé par let-7 (17). Myc et let-7 font partie 
d’une double boucle de rétroaction négative où le miARN inhibe l’expression de l’ARNm de 
Myc et où ce facteur de transcription bloque la production de pri-let-7a-1/f-1/d/g (266). De 
plus, let-7 inhibe la traduction d’IMP1, une protéine protégeant certains ARNm de la 
dégradation, et déstabilise ainsi le transcrit de Myc (267). Par ce système de régulation 
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complexe, une faible réduction de l’expression d’un des deux facteurs peut être rapidement 
amplifiée. Finalement, let-7 cible également HMGA2 une protéine impliquée dans le 
renouvellement (self renewal) des cellules souches (235,268). Par ailleurs, lorsque 
l’expression de HMGA2 est mal régulée dans certains cas de cancer, l’extrémité 3'-UTR de 
l’ARNm est fréquemment écourtée. Ces ARNm plus courts ne sont pas inhibés par let-7, 
permettant ainsi l’expression de la protéine oncogène (269). 
Il est maintenant reconnu que la faible expression de let-7 mature est un marqueur de 
cancers avancés pour lesquels le taux de survie est faible (270-272). Cette valeur pronostique 
de let-7 s’accorde avec le modèle des cellules initiatrices du cancer (tumor initiating cells, 
TIC). Dans ce modèle, un tissu cancéreux est composé de trois types cellulaires : des cellules 
cancéreuses différenciées, des cellules se divisant rapidement et de rares cellules initiatrices du 
cancer se divisant lentement et ayant des caractéristiques de cellules souches. Les TIC ont la 
capacité de se diviser à l’infini, peuvent se différencier en plusieurs types cellulaires, sont 
responsables des rechutes après les traitements et peuvent se métastaser (273,274). Il a été 
démontré que l’absence de let-7 mature est nécessaire pour que les TIC possèdent ces 
caractéristiques propres aux cellules souches (271). La faible expression de let-7 mature est 
donc un indicatif de la présence de TIC et, par conséquent, de l’agressivité de la tumeur. 
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1.5 Protéine Lin28 
La protéine Lin28 joue un rôle majeur dans la régulation temporelle de C. elegans où 
elle bloque l’expression des miARN de la famille let-7 en empêchant ainsi le passage L2/L3 
(voir Figure 1-12). Au stade de maturation L2, la traduction de Lin28 est inhibée par le 
miARN lin-4 permettant ainsi la production de let-7 [voir Figure 1-1, (3)]. Ce miARN étant 
impliqué dans une double boucle de rétroaction négative avec Lin28, l’expression de la 
protéine cesse complètement à partir de ce stade de maturation (4). L’expression de cette 
protéine chez les mammifères est également temporellement contrôlée par le miARN miR-125 
(un homologue de lin-4) et let-7 (275,276). En fait, Lin28 est présente et bien conservée chez 
plusieurs espèces incluant les mammifères, les insectes, les poissons, les oiseaux et les reptiles 
(voir Figure 1-14B). Dans tous ces cas, l’expression de la protéine varie avec le 
développement et est absente des cellules différenciées (276,277). 
Sachant que Lin28 inhibe la maturation des miARN let-7, il est peu surprenant que 
cette protéine soit associée à la prolifération et à la différenciation cellulaire. Par exemple, 
cette protéine a récemment été identifiée comme l’un des quatre facteurs (Lin28, Oct4, Sox2 et 
Nanog) nécessaires pour reprogrammer une cellule somatique en cellule souche pluripotente 
(278). Lin28 est également associée à certains attributs physiques tels que la taille et à la 
régulation de la puberté chez l’homme et la souris (279-281). Comme d’autres facteurs de 
pluripotence, cette protéine est requise pour le développement normal des organismes 
(277,282), tandis qu’une mauvaise régulation de cette dernière est liée au cancer. En effet, 
l’expression de Lin28 est activée dans 15% des tumeurs (283), corrèle avec un faible taux de 
survie des patients (284) et augmente la susceptibilité de certains cancers (285,286). Toutes 
ces fonctions de Lin28 pourraient être directement liées à sa capacité d’inhiber la maturation 
de let-7 [voir détails de cette inhibition dans la section 1.6 (167,287)]. Pourtant, Lin28 possède 
également certaines fonctions indépendantes de let-7 qui lui permettent de stimuler 
directement la traduction de certains ARNm (voir section 1.5.2). Par ce double rôle, la 
protéine Lin28 est un régulateur très puissant de la croissance et de la prolifération cellulaire. 
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Figure 1-14. Conservation des protéines Lin28A et Lin28B chez les vertébrés (A) Les 
protéines humaines Lin28A et Lin28B possèdent un domaine cold shock (CSD) et deux 
domaines de liaison au zinc rapprochés (ZBD). Les séquences de ces domaines sont très bien 
conservées entre les deux paralogues. Les séquences de localisation au noyau de Lin28B sont 
identifiées en rouge. (B) Les séquences de Lin28A provenant de Homo sapiens (hsa), Mus 
musculus (mmu), Gallus gallus (gga), Danio rerio (dre) et Xenopus laevis (xla), ont été 
alignées en utilisant Clustal Omega (288). Le positionnement des motifs RNP et ZBD est 
indiqué à l’aide de lignes noires, les acides aminés coordonnant les atomes de zinc des ZBD 
sont en rouge, un astérisque indique une conservation parfaite, le deux-points et le point sont 
respectivement signes d’une forte ou d’une faible similarité. 
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1.5.1 Rôles des différents domaines de Lin28 
Lin28 est une petite protéine d’environ 23 kDa composée de deux régions principales. 
L’extrémité N-terminale de la protéine contient un domaine cold shock (CSD), alors que l’on 
retrouve deux domaines de liaison au zinc (ZBD) à l’extrémité C-terminale [voir Figure 1-14A 
(3,276)]. Chez les animaux, Lin28 est l’unique protéine à posséder cette combinaison de 
domaines. Les seules autres protéines connues avec cette rare combinaison sont les protéines 
CSDP1 et CSDP2 retrouvées chez les plantes (289). Ces protéines végétales sont des 
chaperonnes permettant l’adaptation au froid d’Arabidopsis thaliana par la liaison et la 
déstabilisation de certains ARNm (290). 
Plusieurs organismes possèdent un paralogue à Lin28. Lin28B a une taille similaire à 
Lin28 (parfois identifié comme Lin28A pour clarification) et possède également un CSD en 
plus de deux ZBD [voir Figure 1-14A, (291)]. Les séquences des deux paralogues sont 
globalement similaires et sont pratiquement identiques à l’intérieur des domaines cold shock et 
de liaison au zinc. Ces similitudes expliquent sans doute pourquoi ces deux protéines ont la 
capacité d’inhiber la maturation des miARN let-7. Aussi, l’ARNm de Lin28B possède 
plusieurs sites de liaison pour let-7 sur son 3'-UTR (291). Ce paralogue est donc impliqué dans 
le même type de double boucle de rétroaction négative que Lin28A. Ce qui démarque Lin28B 
de son paralogue, est la présence de deux signaux de localisation au noyau (NLS) (292,293). 
Ces deux NLS, localisés au milieu et à l’extrémité C-terminale de la protéine (voir Figure 
1-14A), permettent à Lin28B de s’accumuler dans le noyau. Cette caractéristique permet à la 
protéine d’inhiber le clivage des pri-miARN par Drosha, alors que Lin28(A) agit dans le 
cytoplasme (voir détails dans la section 1.6.1). 
Le domaine cold shock de Lin28 est homologue à celui présent chez les protéines Y-
box des vertébrés impliquées dans la régulation de la traduction (294,295), mais ressemble 
davantage aux CSD des protéines cold shock bactériennes [Csps, (3)]. Les Csps interagissent 
avec l’ARNm, ont la capacité d’en réguler la traduction et possèdent une faible spécificité de 
séquence (296). Par exemple, la chaperonne à ARN CspA peut coopérativement lier un ARN 
simple brin de séquence variable et déstabiliser les structures secondaires voisines (297). Ce 
type de domaine contient deux motifs de liaison à l’ARN (RNP-1 et RNP-2) composés 
d’acides aminés aromatiques (298). Chez Lin28, les deux motifs RNP sont parfaitement 
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conservés au travers les espèces (Figure 1-14B). La pression sélective sur ces motifs est 
expliquée par l’importance du CSD dans les fonctions de Lin28. En effet, la mutation d’acides 
aminés conservés dans ce domaine est associée à des problèmes de régulation temporelle du 
développement (3). Également, l’expression d’un isoforme de Lin28B ne possédant pas un 
domaine cold shock complet (Lin28BS), ne stimule pas la croissance contrairement à Lin28A 
et Lin28B (291). La présence du CSD est donc vitale au bon fonctionnement de la protéine. 
L’extrémité C-terminale de Lin28 est composée de deux domaines de liaison au zinc 
de type CCHC (3). Ce type de domaine est habituellement retrouvé dans les protéines 
nucléocapsides de rétrovirus comme le VIH où ils lient spécifiquement des guanines exposées 
(299-303). Ces deux domaines ainsi qu’une région riche en lysines et arginines forment un 
plus grand ensemble nommé le NCp7-like domain [voir section 2.0 pour plus de détails, 
(304)]. Le NCp7-like domain de Lin28 est essentiel pour la localisation de la protéine aux P-
bodies (292), des sites de dégradation de l’ARNm et de régulation des miARN (305,306). Par 
contre, la présence des deux domaines de liaison à l’ARN de Lin28 est nécessaire pour une 
forte localisation aux polysomes (292).  
 
1.5.2 Liaison aux ARNm 
Cette localisation de Lin28 aux polysomes (292) est la première évidence que Lin28 
possède une activité indépendante de let-7. En effet, cette protéine s’associant aux formes 
immatures du miARN, cette présence aux polysomes est probablement reliée à la traduction 
des ARNm. La protéine Lin28 possède effectivement la capacité de lier directement les 
ARNm matures en cours de traduction (307,308). Cette association permet de stimuler 
l’expression d’un vaste groupe d’ARN messagers. Lin28 a d’abord été impliquée dans 
l’expression de l’insulin-like growth factor (IGF-2) lors de la différenciation des cellules 
musculaires (307). Alors, il a été proposé que Lin28 stimulait la traduction grâce à son 
interaction avec le facteur d’initiation de la traduction eIF3β. Jusqu’à aujourd’hui, l’existence 
et le rôle de cette interaction entre cette protéine et Lin28 n’ont pas été confirmés (309). 
Plusieurs autres ARNm cibles de Lin28 ont par la suite été identifiés. Il est maintenant connu 
que Lin28 peut stimuler la traduction d’ARNm associés à la régulation du cycle cellulaire 
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[CyclinA, Cyclin B, Cdk4 (310)], à la croissance [Histone H2a, Oct4 (311,312)] ou à 
l’épissage alternatif [hnRNP, TIA-1, FUS/TLS et TDP-43 (313)]. Dans la majorité de ces cas, 
une région de quelques centaines de nucléotides a été identifiée comme étant responsable de la 
stimulation par Lin28. Cet élément sensible à Lin28 (Lin28-responsive element, LRE) peut 
être présent dans la région codante ou dans le 3'-UTR de l’ARNm cible. Finalement, des 
études génomiques ont identifié des milliers d’autres transcrits pouvant être liés par Lin28 
(314). Il est maintenant estimé qu’entre 5 et 25% des ARNm sont des cibles potentielles de 
Lin28 (313,315). Puisque cette activité de Lin28 contrôle divers facteurs de croissance et 
différents régulateurs du cycle cellulaire, il est peu surprenant que cette stimulation de la 
traduction par Lin28 ait été impliquée dans différents cancers (316). 
L’un des rôles de Lin28 dans la régulation de la traduction est de servir d’ancrage sur 
l’ARN à la RNA Helicase A (RHA). La RHA est une enzyme pouvant améliorer la traduction 
de certains ARNm dont le 5'-UTR contient des structures secondaires nuisant au déplacement 
des ribosomes lors de l’initiation de la traduction (317,318). Les raisons pour lesquelles le 
recrutement par Lin28 d’une telle enzyme dans la région codante ou dans le 3'-UTR permet la 
stimulation de la traduction sont encore inconnues. Il a été proposé que la RHA pourrait 
modifier des éléments de structure habituellement reconnus par des protéines inhibitrices de la 
traduction (309,319), mais cette hypothèse reste à vérifier. Pour servir d’ancrage à la RHA sur 
l’ARNm, Lin28 doit évidemment posséder ses deux domaines de liaison à l’ARN afin de faire 
contact avec la cible. De plus, les 35 derniers acides aminés de l’extrémité C-terminale de la 
protéine sont essentiels afin de former un complexe avec la RHA. Inversement, la RHA utilise 
chacune de ses extrémités pour faire contact avec Lin28. Ces expériences provenant d’essais 
Co-IP et de GST pull-down (319), une cartographie précise de l’interaction reste à être 
déterminée. Par ailleurs, on ignore si la RHA reste en complexe avec Lin28 lors de la 
déstabilisation des structures secondaires par l’hélicase. 
En plus de sa capacité à stimuler la traduction de certains facteurs de croissance et de 
différents régulateurs du cycle cellulaire, une récente publication indique que Lin28 est 
responsable de la répression de la traduction d’un sous-groupe d’ARNm (320). En effet, la 
liaison de Lin28 bloquerait la traduction de certains ARNm épissés dans les cellules souches 
embryonnaires. Cette inhibition de la traduction est spécifique aux protéines destinées au 
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réticulum endoplasmique (RE). La présence de Lin28 diminue donc la quantité de protéines 
dans le RE et dans l’appareil de Golgi en plus de réduire le nombre de protéines 
transmembranaires, ainsi que la quantité de protéines sécrétées. Le mécanisme permettant 
cette répression par Lin28 est inconnu, mais débuterait encore une fois par la liaison directe de 
Lin28 à ces ARNm. 
Plusieurs groupes se sont intéressés aux motifs ou aux structures reconnues par Lin28 
sur les ARNm. À partir des différents LRE connus, un motif contenant un renflement (bulge) 
d’une adénosine possédant deux paires de base GC comme voisines a été identifié (321). Ce 
motif contenu dans une tige stable est surprenant, puisque les deux domaines de liaison à 
l’ARN de Lin28 sont connus pour lier l’ARN simple brin. En utilisant des expériences de 
crosslinking et d’immunoprécipitation (CLIP) de courtes séquences présentes sur les ARNm 
liées par Lin28 ont été mises en évidence. D’abord, Wilbert et al. (313) ont avancé que la 
séquence consensus 5'-GGAGA-3' est nécessaire pour la stimulation de la traduction par 
Lin28. Ensuite, Cho et al. (320) ont identifié les séquences 5'-AAGNNG-3', 5'-AAGNG-3' et 
5'-UGUG-3' comme étant importantes pour la répression de l’expression des protéines 
destinées au ER. De plus, les séquences de Wilbert et Cho doivent être présentes dans une 
boucle, ce qui va à l’encontre du modèle proposé précédemment. Puis, Hafner et al. (314) ont 
conclu que Lin28 reconnait des séquences d’ARN simple brin riches en uridines et ayant 
quelques guanosines comme voisinage immédiat. Pour terminer, Graf et al. (322) ont proposé 
la séquence consensus RGGSWG (R = G ou A, S = G ou C et W= A ou T) pour la 
reconnaissance d’ARN par Lin28. Bref, la séquence consensus permettant à Lin28 de 
reconnaitre spécifiquement ses ARNm cibles semble difficile à définir. Par contre, les 
séquences 5'-GxG-3' ou 5'-GxxG-3' sont celles qui ressortent le plus souvent lors 
d’expériences de CLIP. 
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1.6 Inhibition de la biogenèse de let-7 par Lin28 
Quoique la protéine Lin28 exerce un contrôle direct sur un groupe d’ARNm, son rôle 
le mieux caractérisé jusqu’à présent est celui du contrôle de la biogenèse des miARN de la 
famille let-7. Il est connu, depuis près de dix ans, que les miARN let-7 possèdent un mode de 
régulation post-transcriptionnelle. En effet, si l’expression de let-7 mature est variable au 
cours du développement (voir section 1.4), la production de pri-let-7 reste constante (244-
246). De plus, une augmentation de la production de pri-let-7 n’est pas nécessairement 
accompagnée d’une hausse de let-7 mature (247) ce qui est un indicateur de la présence d’un 
contrôle post-transcriptionnel. 
En 2008, plusieurs groupes ont simultanément identifié la protéine Lin28 comme 
l’inhibiteur spécifique à la maturation des miARN de la famille let-7 (199,245,248). La 
présence de Lin28 dans les cellules non différenciées et dans certaines cellules cancéreuses 
permet effectivement d’expliquer l’inhibition de la biogenèse de let-7 dans ces types 
cellulaires. En effet, la surexpression de Lin28A ou de Lin28B dans des cellules différenciées 
est suffisante pour inhiber la maturation de let-7. Également, l’utilisation d’interférence à 
l’ARN (RNAi mediated knockdown) contre Lin28 permet d’augmenter spécifiquement la 
concentration de let-7 mature dans des cellules non différenciées ou cancéreuses 
(199,248,250,287). De plus, des études in vitro ont démontré que l’extrait nucléaire de cellules 
P19, dérivées d’un carcinome embryonnaire, est suffisant pour bloquer le clivage de pri-let-7g 
par Drosha. Cette inhibition est spécifique, puisque l’extrait nucléaire de P19 est sans effet 
pour pri-miR-17 (248). Finalement, un contact direct entre Lin28 et la boucle terminale de pri-
let-7 permet de confirmer que la liaison de cette protéine aux formes immatures de let-7 est 
responsable de l’inhibition de la maturation de ces miARN (248). 
 
1.6.1 Modèles de régulation de pri-let-7 par Lin28 
Différents mécanismes permettant à Lin28 d’inhiber la biogenèse de let-7 ont été 
proposés dans les dernières années (voir Figure 1-15). Le consensus actuel est que Lin28 
possède plusieurs moyens pour mener à bien une inhibition efficace de la biogenèse de let-7. 
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Par conséquent, les différents mécanismes identifiés jusqu’à présent agissent sans doute en 
parallèle de façon à maintenir une forte répression de la biogenèse de cette famille de miARN. 
Puisque les niveaux de pri-let-7 restent constants au cours du développement, il a 
d’abord été proposé que Lin28 permet l’inhibition du clivage par Drosha dans le noyau (voir 
Figure 1-15). L’une des premières études sur ce sujet a d’ailleurs démontré que la présence de 
Lin28 est nécessaire et suffisante pour bloquer le clivage de pri-let-7g par le complexe 
Microprocessor contentant l’enzyme Drosha (245). Récemment, il a été précisé que la 
protéine Lin28B était responsable de cette inhibition au noyau (293). Avec ses deux signaux 
de localisation nucléaire (voir section 1.5 et Figure 1-14A), Lin28B a la capacité de lier pri-
let-7g dans le noyau et de localiser cet ARN dans le nucléole. L’endonucléase Drosha étant 
absente du nucléole, l’inhibition de la maturation par Lin28B s’effectuerait donc par 
séquestration plutôt que par encombrement stérique tel qu’il était initialement suggéré (293). Il 
est maintenant proposé que tous les pri-let-7 subissent ce type de répression par Lin28B. Il est 
à noter que seuls les deux signaux de localisation nucléaire différencient Lin28B de Lin28(A). 
En effet, le mode de reconnaissance de l’ARN par ces deux protéines est prédit pour être 
identique (323), c’est pourquoi le reste de cette thèse se concentrera principalement sur Lin28. 
Dans le cytoplasme, Lin28 inhibe la biogenèse de pre-let-7 à l’aide de plusieurs 
mécanismes différents. En liant le miARN précurseur de let-7g (293), Lin28 empêche la 
liaison de Dicer à ce pre-miARN [voir Figure 1-15, (250)]. Structurellement, la liaison de 
Lin28 à pre-let-7g cause un changement de conformation dans les sites de clivage de Dicer. 
Ces sites de clivage, correspondant aux liaisons phosphodiesters localisées entre les 
nucléotides U6-U7 et U41-C42 de la représentation présente à la Figure 1-16B (251), sont 
positionnés à l’extrémité de la tige du pre-miARN. Ce sont les quelques paires de base 
composant le site de clivage qui se dissocient suite à la liaison de Lin28 (324). C’est ce 
changement de conformation de la tige causé par liaison de Lin28 ou l’encombrement stérique 
provoqué par la protéine qui inhibe l’activité de Dicer.  
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Figure 1-15. Régulation de la biogenèse du miARN let-7 par Lin28. Dans le noyau, la 
protéine Lin28B permet l’inhibition du clivage de pri-let-7 par Drosha. La protéine Lin28 
(Lin28A) dans le cytoplasme inhibe directement le clivage par Dicer en plus de permettre le 
recrutement du Zcchc11 (Tut4). Cette enzyme poly-uridyle l’extrémité 3' de pre-let-7 ce qui 
empêche son clivage par Dicer et induit sa dégradation par l’exonucléase Dis3L2. Adaptée de 
(167). 
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La liaison de Lin28 au pre-miARN induit également le recrutement de l’enzyme Tut4 
(aussi appelée Zcchc11) qui ajoute une queue d’environ 14 uridines (queue poly-U) à 
l’extrémité 3' du miARN précurseur (199). Contrairement à la mono-uridylation décrite 
précédemment (voir section 1.2.2), cette poly-uridylation est dépendante de la présence de 
Lin28. En effet, la formation du complexe Lin28/pre-let-7 est requise pour la poly-uridylation 
par Tut4 dans le cytoplasme (200). Les éléments structuraux permettant au complexe 
Lin28/pre-let-7 d’être reconnu par la tutase restent à définir. Il est possible que la liaison de 
Lin28 modifie la structure de pre-let-7, permettant ainsi sa reconnaissance par Tut4. Le 
scénario inverse où la formation du complexe altèrerait la structure de Lin28, rendant ainsi 
possible une interaction Lin28/Tut4, est également envisageable. Pour l’instant, il est 
seulement connu que NCp7-like domain de Lin28 est essentiel à l’ajout de cette queue de 
poly-U (199). La modification de l’extrémité 3' du miARN précurseur a deux effets sur la 
biogenèse de ce dernier. D’abord, une telle extrémité simple brin poly-uridylée est 
incompatible avec le mode de reconnaissance de Dicer (voir section 1.1.4) ce qui bloque la 
biogenèse du pre-miARN (199). Ensuite, la queue poly-U agit comme un signal de 
dégradation (199) en recrutant une exonucléase 3'→5' nommée Dis3L2 (204). L’activité de 
cette nucléase est spécifique à la présence de la queue de poly-U sur les précurseurs de la 
famille let-7 et est indépendante de Lin28. Une queue de 10 U est minimale pour détecter une 
activité nucléase, mais 14 U est la longueur optimale (204). Dis3L2 est spécifique à la 
présence de ces uridines, puisque l’enzyme est active si une queue de 14 U sont ajoutées à 
l’extrémité 3' de miR-21 (204). La poly-uridylation par Tut4 entraine donc la dégradation du 
pre-miARN en plus de bloquer son clivage par Dicer (voir Figure 1-15). 
Le recrutement de cette tutase par Lin28 a donc un fort pouvoir régulateur sur la 
biogenèse de let-7. En effet, l’inhibition de Tut4 augmente les niveaux de let-7 mature sans 
affecter ceux de miR-16 ou pri-let-7 (200), ce qui induit la répression des cibles de let-7 (201). 
La tutase Tut4 est une grande protéine de 184 kDa de la famille des poly(A) polymérases non 
canoniques. L’extrémité N-terminale de la protéine est composée d’un domaine de fonction 
inconnue (pneumo-G) suivi d’un domaine de liaison au zinc de type C2H2 et d’un domaine 
catalytique Nucleotidyl Transferase (Ntr) inactif, similaire aux protéines de levure TRF4, lié à 
un domaine associé aux poly(A) polymérases (PAP). Le reste de la protéine est composé d’un 
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domaine de liaison au zinc de type CCHC, du domaine catalytique Ntr, d’un deuxième PAP, 
de deux autres domaines CCHC et finalement d’un domaine de fonction inconnue similaire à 
la protéine atrophine-1 à l’extrémité C-terminale. À l’exception des deux domaines de 
fonctions inconnues et du dernier ZBD, tous les domaines de Tut4 sont requis pour la poly-
uridylation des pre-let-7 (203). Également, le motif de liaison au zinc C2H2 à l’extrémité N-
terminale est essentiel pour observer un effet stimulateur par Lin28. Puisque ce type de 
domaine est connu pour lier l’ADN, l’ARN et les protéines, cette fonction stimulatrice ne 
permet pas de proposer un mécanisme moléculaire qui expliquerait la reconnaissance du 
complexe Lin28/pre-let-7 par Tut4. La tutase Tut7 (Zcchc6) peut également ajouter une queue 
de poly-U aux pre-let-7 en absence de Tut4 (203). Ce mécanisme alternatif s’explique par la 
ressemblance entre ces deux enzymes. En effet, Tut7 est la seule autre tutase possédant un 
ZBD de type C2H2 à son extrémité N-terminale (166,203). Afin de comprendre ce qui permet 
à Tut4/7 de reconnaitre spécifiquement le complexe Lin28/pre-let-7, il devient important de 
bien cartographier les interactions moléculaires entre Lin28, pre-let-7 et Tut4/7 pour en 
comprendre le fonctionnement. 
 
1.6.2 Cartographie de l’interaction entre pre-let-7 et Lin28 
La liaison de Lin28 aux formes immatures de let-7 étant l’élément déclencheur de 
plusieurs mécanismes responsables de l’inhibition de la biogenèse de ce miARN, plusieurs 
études se sont intéressées au mode reconnaissance de Lin28 envers ces ARN. La boucle 
terminale (TL) commune au transcrit primaire et au miARN précurseur contient plusieurs 
éléments importants pour la liaison de Lin28. En effet, cette boucle terminale est suffisante 
pour la liaison de Lin28 et la protéine possède une affinité similaire envers TL-let-7g et pre-
let-7g soit un Kd d’environ 2 µM lorsque des ARN compétiteurs sont utilisés (249,324). Par 
contre, Lin28 est incapable de lier un duplex d’ARN formé par le miARN mature et son brin 
complémentaire (249). Encore une fois, Lin28B présente des caractéristiques semblables, 
puisqu’un ARN de 24 nt correspondant à la séquence des nucléotides 14 à 37 de TL-let-7g 
(voir Figure 1-16B) est suffisant pour lier ce paralogue (323). 
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Figure 1-16. Sites de liaison de Lin28 présents sur TL-let-7a-1 et TL-let-7g. Structures 
secondaires des boucles terminales de pre-let-7a-1 (A) et de pre-let-7g (B) trouvées chez 
l’humain. Les différents sites de liaison de Lin28 identifiés sur ces deux ARN sont mis en 
évidence à l’aide de caractères gras. (C) Modèle de l’interaction de Lin28 avec la boucle 
terminale d’un miARN précurseur de la famille let-7. L’ARN simplifié utilisé pour l’obtention 
de la structure cristalline est seulement composé des nucléotides en orange. Les nucléotides 
gris et jaunes ont été ajoutés à l’illustration pour compléter le modèle (325). 
 
Puisque tous les membres de la famille let-7 sont inhibés par Lin28 et que les boucles 
terminales de ces derniers n’ont pas de rôles dans la répression de la traduction par les 
miARN, il est probable que les motifs communs à ces TL soient importants dans l’inhibition 
par Lin28. En utilisant des alignements de séquences (voir Figure 1-13), plusieurs régions 
conservées chez la famille let-7 ont été identifiées. Une cytosine conservée (C25) présente 
dans la boucle apicale de quatre nucléotides de TL-let-7g (voir Figure 1-16B) a d’abord été 
identifiée (249). L’importance de ce nucléotide pour la liaison par Lin28 est controversée. En 
effet, si la mutation de cette cytosine dans l’étude originale a provoqué une diminution de 
l’affinité d’environ 20X (249), la même mutation a seulement changé le Kd d’un facteur de 
quatre lors de la reproduction de l’expérience par une autre équipe (326). Trois autres 
nucléotides conservés de TL-let-7g (A19, G34 et G35 voir Figure 1-16B) ont été identifiés 
comme importants pour l’inhibition de la biogenèse de let-7 par Lin28. En effet, la mutation 
de ces trois nucléotides de la boucle terminale permet à pre-let-7g d’être insensible à 
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l’inhibition par Lin28 lors d’essais avec des extraits nucléaires de cellules P19 (248). Puisque 
ce type d’essai ne permet pas d’observer la liaison directe entre la protéine et le miARN 
précurseur, il est impossible d’affirmer que ces mutations empêchent la liaison de la protéine. 
Leurs effets pourraient effectivement être le fruit de cofacteurs n’ayant pas été identifiés.  
L’importance de la région riche en guanine en 3' a également été observée chez TL-let-
7a-1. Tout comme TL-let-7g, cette boucle terminale possède la séquence bien conservée 
5'-GGAG-3' (voir Figure 1-16A) et cette dernière est importante pour la liaison et l’inhibition 
par Lin28. En effet, l’introduction des mutations 5'-GuAu-3' empêche la liaison de Lin28 à 
TL-let-7a-1 et abolit complètement la poly-uridylation par Tut4. Toutefois, certaines 
mutations préservant la dernière guanine (5'-GagG-3' et 5'-aaAG-3') sont compatibles avec la 
liaison de Lin28, mais bloquent la poly-uridylation (200). Ce résultat met en évidence la 
complexité de l’assemblage; la liaison de Lin28 au pre-miARN est nécessaire sans toutefois 
être suffisante pour observer une poly-uridylation. Puisque la séquence 5'-GGAG-3' retrouvée 
chez TL-let-7g (voir Figure 1-16B) est aussi nécessaire pour sa liaison par Lin28B (323), il est 
possible d’affirmer que cette séquence conservée est cruciale pour la régulation de la famille 
let-7 par Lin28. Finalement, des essais de protection aux ribonucléases ont permis d’identifier 
le motif 5'-GGG-3' (voir Figure 1-16B) localisé dans le renflement en 5' de TL-let-7g comme 
un site de liaison de Lin28 (324). Cette même étude a également mis en évidence plusieurs 
nucléotides dont la sensibilité aux nucléases diminue lors de l’ajout de Lin28. Ces derniers 
sont principalement situés entre les positions 15 et 22 (voir Figure 1-16B) et sont indicatifs 
d’une protection directe par Lin28 ou d’un changement de conformation de l’ARN suite à la 
liaison de la protéine. 
La multiplicité des séquences d’ARN qualifiées d’importantes pour la liaison de Lin28 
s’explique peut-être par la présence de deux domaines de liaison à l’ARN sur la protéine. Il est 
en effet probable que chacun d’entre eux reconnaissent différentes séquences et/ou éléments 
structuraux présents sur les miARN immatures. Selon les méthodes utilisées, les deux 
domaines de liaison à l’ARN de Lin28 sont généralement essentiels pour former un complexe 
avec les boucles terminales de let-7 et en inhiber la biogenèse (293). Dans d’autres cas, le 
retrait d’un des deux domaines de liaison à ARN réduit seulement l’affinité de la protéine 
Lin28 envers pre-let-7 (325). De plus, il est possible de retirer les extrémités N-terminale et C-
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terminale de Lin28 ne contenant pas de domaines de liaison à l’ARN sans modifier le Kd du 
complexe (325).  
L’introduction de mutations dans le NCp7-like domain réduit significativement 
l’affinité de la protéine envers TL-let-7a-1 (200) et TL-let-7g (326). De plus, une telle protéine 
mutée est incapable de stimuler la poly-uridylation d’un pre-miARN en présence de Tut4 
(200). Ces caractéristiques ressemblent aux effets des mutations introduites dans la séquence 
conservée 5'-GGAG-3' et pourraient indiquer que cette séquence est le site de liaison du 
NCp7-like domain. En effet, les domaines de liaison au zinc de type CCHC sont connus pour 
lier des ARN simple brin riches en guanines (299-303). Récemment, une étude de spécificité 
utilisant un fragment de Lin28B provenant de Xenopus tropicalis (Xtr) a démontré que le ZBD 
a une affinité maximale pour les séquences 5'-GGAG-3' ou 5'-GGUG-3' (327). Conformément 
à ce qui a été observé lors de la liaison de Lin28 aux boucles terminales entières, la mutation 
de la dernière guanine de cette séquence bloque toute interaction (327). 
Contrairement aux domaines de liaison au zinc, le domaine cold shock (CSD) de Lin28 
ne semble pas avoir une forte spécificité de séquence. En effet, Mayr et al. (327) ont étudié 
l’interaction entre ce domaine et différents acides nucléiques. Ils ont conclu que le CSD de 
Lin28 peut lier différents sites sur Xtr-pre-let-7g avec une faible spécificité de séquence. Leurs 
études de spécificité ont tout de même permis de proposer 5'-GUNNUNN-3' et 
5'-GTNNTNN-3' comme séquences consensus, puisque ce domaine lie à la fois l’ADN et 
l’ARN. Finalement, le CSD de Lin28 possède une activité chaperonne à ARN qui lui permet 
de modifier la structure d’une tige-boucle d’ARN ressemblant à TL-let-7g. Plus précisément, 
la liaison du CSD à cet ARN permet la séparation des brins situés à la base de cette structure 
ce qui éloigne les extrémités 5' et 3' de la tige-boucle d’ARN (327). En résumé, Lin28 possède 
deux domaines de liaison à l’ARN possédant des fonctions spécifiques. Le domaine CSD a 
une faible spécificité, mais permet le remodelage de l’ARN grâce à son activité chaperonne. À 
l’opposé, les domaines de liaison au zinc sont importants pour la poly-uridylation et possèdent 
une forte affinité pour les séquences consensus 5'-GNNG-3' ou 5'-GNG-3'. 
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1.6.3 Études structurales de Lin28 
Récemment, trois études structurales ont permis de confirmer plusieurs données, 
obtenues à l’aide des études biochimiques décrites précédemment. D’abord, une structure 
résolue par RMN (326) démontre que le NCp7-like domain de Lin28 est suffisant pour former 
un complexe stable avec un court brin d’ARN. La séquence d’ARN utilisée 
(5'-AGGAGAU-3') provenant de TL-let-7g (voir Figure 1-16B) peut être liée par ce fragment 
de protéine avec un Kd de 0.4 µM et correspond bien au consensus décrit dans la section 1.6.2. 
Néanmoins, Loughlin et al. (326) soulignent dans leur conclusion que tous les membres de la 
famille let-7 ne possèdent pas cette séquence consensus et que, chez plusieurs membres, cette 
région de l’ARN forme une double hélice. Puisque cette structure confirme que le NCp7-like 
domain de Lin28 lie l’ARN simple brin, ce site consensus bien conservé demeure inaccessible 
chez plusieurs pre-let-7. 
En plus de la structure en solution du complexe NCp7-like domain/ARN, les structures 
cristallines des domaines cold shock isolés provenant d’H. sapiens et de X. tropicalis sont 
connues. Les domaines cold shock des deux organismes sont similaires; un tonneau de cinq 
brins bêta antiparallèles similaires aux protéines cold shock bactériennes. Un côté du domaine 
globulaire contient des acides aminés chargés négativement alors que l’autre est une 
plateforme hydrophobe constituée de plusieurs résidus aromatiques. (327). Dans la structure 
de Xtr-CSD en complexe avec un brin d’ADN composé de six thymines, l’interaction avec 
l’ADN se fait par l’empilement (stacking) des nucléobases avec les chaînes latérales 
aromatiques (327). Ce type de liaison explique le peu de spécificité observé précédemment.  
Finalement, en utilisant une construction minimale de Lin28 et un ARN contenant 
quelques éléments structuraux retrouvés chez les TL-let-7, Nam et al. (325) ont obtenu une 
structure cristalline incluant les deux domaines de liaison à l’ARN de la protéine. La 
construction de Lin28 utilisée contient le CSD et le NCp7-like domain reliés par quelques 
acides aminés. De son côté, l’ARN est une tige-boucle à laquelle la séquence consensus 
5'-GGAG-3' est fusionnée (voir nucléotides oranges à la Figure 1-16C). Dans cette structure le 
CSD lie une séquence consensus 5'-NGNGAYNNN-3' qui doit idéalement être fermée par une 
tige qui encercle le domaine cold shock (325). Ce domaine interagit avec l’ARN grâce à 
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l’empilement des chaînes latérales hydrophobes avec les nucléotides. Dans ce cas-ci, une 
certaine spécificité est obtenue grâce à des ponts hydrogènes et à de l’exclusion stérique qui 
favorise des pyrimidines à certaines positions. En accord avec l’étude précédente (326), le 
domaine NCp7-like domain lie la séquence 5'-GGAG-3' fusionnée à la tige-boucle. Cette 
région est localisée en 3' du site de liaison du CSD et l’interaction est spécifique au consensus 
5'-NGNNG-3' (325). 
En combinant ces différentes études, un modèle a été proposé où le domaine cold 
shock est le premier à faire contact avec l’ARN (327). Puis, grâce à son activité chaperonne, le 
CSD modifie la structure de la boucle terminale et rend le site de liaison du NCp7-like domain 
disponible. Puisque de la coopérativité a été observée lors de la liaison de Lin28 aux boucles 
terminales, il a été proposé que le phénomène décrit s’effectue possiblement en trans (327). 
Dans ce cas, plusieurs protéines Lin28 seraient responsables de modifier la structure de l’ARN 
afin de permettre la liaison du NCp7-like domain. De plus, le changement de la structure des 
boucles terminales pourrait être le signal permettant à Tut4 de reconnaitre ses ARN cibles. 
Ceci expliquerait pourquoi la tutase reconnait seulement le complexe Lin28/pre-let-7 et non 
chacune des molécules individuellement (203). 
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1.7 Objectifs de la thèse 
La liaison par Lin28 de pri-let-7 ou de pre-let-7 est l’élément déclencheur de plusieurs 
mécanismes permettant l’inhibition de la maturation de cette famille de microARN. L’objectif 
global de cette thèse est de cartographier l’interaction entre la protéine Lin28 et le microARN 
précurseur let-7g. Puisque Lin28 interagit avec les boucles terminales des formes immatures 
de let-7, l’étude de pre-let-7g permettra également l’analyse des sites de liaison présents chez 
pri-let-7g. Nous utiliserons le miARN let-7g comme modèle de la famille let-7, puisque ce 
dernier est l’un des miARN les plus affectés lors de l’expression ou l’inhibition de Lin28 
(245,248). 
Nous croyons que les différents domaines de liaison à l’ARN de Lin28 possèdent des 
fonctions différentes lors de la liaison de pre-let-7g. En effet, le CSD de Lin28 est similaire à 
ceux retrouvés chez les protéines cold shock bactériennes. Ce type de domaine est connu pour 
lier les acides nucléiques avec une faible spécificité de séquence. De plus, certaines protéines 
bactériennes de ce type ont une préférence pour les pyrimidines, permettent une liaison 
coopérative à l’ARN et possèdent une activité chaperonne. Par conséquent, est-ce que le CSD 
de Lin28 lui confère ces différentes propriétés? Le second domaine de liaison à l’ARN de 
Lin28 est similaire aux protéines nucléocapsides des rétrovirus. Puisque ces protéines sont 
connues pour lier spécifiquement les guanines exposées au solvant, est-ce que le domaine 
ZBD de Lin28 a une telle spécificité? 
Pour répondre à ces questions, la suite de cette thèse est divisée en deux chapitres. Le 
premier chapitre s’intéresse à la reconnaissance spécifique de pre-let-7g par Lin28. L’objectif 
de cette première publication est de déterminer les éléments minimaux permettant une liaison 
spécifique à haute affinité de pre-let-7g par Lin28. Nous croyons que l’un des deux domaines 
de liaison à l’ARN est suffisant pour obtenir une telle liaison. Cette première étude s’est 
effectuée alors que plusieurs groupes travaillaient sur la définition des sites d’interaction entre 
Lin28 et pre-let-7g (voir section Mise en contexte, p. 66 pour les détails historiques), mais 
notre étude in vitro effectuée avec des molécules purifiées a permis d’obtenir une cartographie 
très précise du site d’interaction. Après avoir défini ces éléments minimaux et pris 
connaissance des nouvelles études publiées, le deuxième chapitre caractérise l’assemblage 
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séquentiel de multiples protéines Lin28 sur une même boucle terminale de let-7g. Cet 
assemblage s’effectue suite à la liaison de la première protéine tel que décrit dans la première 
étude. L’objectif de ce deuxième manuscrit est d’identifier les différents sites de liaison 
présents sur l’ARN en plus de définir les caractéristiques permettant à Lin28 cet assemblage 
séquentiel. Cette dernière étude nous a permis de proposer un nouveau modèle pour la 
formation du complexe Lin28/pre-let-7g impliquant la liaison de plusieurs protéines sur le 
même ARN. Pour mener à bien ces études, différentes techniques telles que des essais de 
retard sur gel, de protection aux ribonucléases, de in-line probing, de spectrométrie RMN et de 
fluorimétrie ont été utilisées. 
 
 62 
1.8 Méthodologie utilisée 
Les différentes expériences présentées dans les deux prochains chapitres s’intéressent à 
différents aspects des interactions protéine-ARN tels que l’affinité, la définition des sites de 
liaison et la déstabilisation des structures secondaires d’ARN. Dans cette dernière section de 
l’introduction, un bref survol de différentes méthodes utilisées sera effectué. 
 
1.8.1 Purification des macromolécules 
Puisque, dans cette thèse, le complexe Lin28-miARN est caractérisé par des méthodes 
in vitro, la totalité des molécules utilisées ont d’abord dû être produites et purifiées. La 
protéine Lin28 et ses dérivées ont été exprimées dans la bactérie E. coli, puis purifiées par une 
combinaison de chromatographies d’affinité, d’échange d’ions et si nécessaire, de phase 
inverse. La majorité des ARN ont été produits par transcription in vitro, puis purifiés par 
affinité selon une méthode développée dans notre laboratoire (328,329). 
 
1.8.2 Détermination de l’affinité d’un complexe 
L’affinité d’un complexe macromoléculaire se définie comme la force d’une 
interaction entre deux molécules (330). Dans les différentes expériences présentées dans cette 
thèse, la constante de dissociation (Kd) est le paramètre quantitatif utilisé pour représenter 
l’affinité. Le Kd se défini comme le ratio entre le produit de la concentration de chacune des 
molécules libres ([A] x [B]) sur la concentration du complexe ([AB]). Par conséquent, des 
molécules avec une forte force d’interaction seront majoritairement sous forme de complexe 
ce qui se traduira par une petite constante de dissociation. 
Afin de déterminer l’affinité des différents complexes d’intérêt pour les études 
présentées dans les deux prochains chapitres, la méthode de retard sur gel natif a été 
privilégiée. Cette technique permet de visualiser l’effet de la liaison entre la protéine et un 
ARN dont l’extrémité 5' est marquée par un phosphore radioactif. Lors de la liaison de la 
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protéine à l’ARN, la taille du complexe sera plus élevée que celle de l’ARN libre ce qui 
affectera sa migration dans un gel non dénaturant. L’utilisation de radioactivité rend possible 
l’utilisation de très faibles quantités d’ARN, ce qui est essentiel lors de la détermination de Kd 
de haute affinité. En effet, pour être valable, cette technique demande que la concentration 
d’ARN utilisée soit d’au moins 50 fois inférieure au Kd mesuré (330). Il existe d’autres 
méthodes pour déterminer l’affinité d’un complexe macromoléculaire. Par contre, l’affinité 
élevée des complexes impliquant Lin28 limite l’utilisation de méthodes telles que la 
calorimétrie par titrage isotherme (ITC) ou la résonnance plasmonique de surface (SPR). 
 
1.8.3 Détermination des sites de liaison 
Afin de déterminer les différents sites de liaison de la protéine Lin28 sur l’ARN, deux 
méthodes ont été utilisées en plus de la détermination de l’affinité de Lin28 envers divers 
ARN. La technique utilisée dans le premier chapitre est l’empreinte aux ribonucléases (RNA 
footprinting). Cette méthode a l’avantage de montrer visuellement l’emplacement qu’occupe 
la protéine sur l’ARN. En effet, en comparant la sensibilité des différents nucléotides à 
diverses ribonucléases en présence ou en absence de protéine, il est possible de visualiser les 
régions de l’ARN étant protégées suite à la formation du complexe. Par contre, cette méthode 
demande l’optimisation de conditions permettant à la fois la liaison de la protéine à l’ARN 
d’intérêt et une activité enzymatique efficace. 
Deuxièmement, une série d’expérience utilisant des 2-aminopurines (2-AP) ont permis 
de déterminer l’ordre de liaison de Lin28 sur un ARN. La 2-AP est tout indiquée pour ce genre 
d’étude, puisque son émission de fluorescence est fortement liée au microenvironnement de la 
base (331). Une 2-AP libre en solution émet un signal plus intense qu’une 2-AP incorporée à 
un ARN (ou un ADN). Aussi, le positionnement adopté par la 2-AP dans l’ARN influence 
grandement son intensité d’émission. Une base empilée avec des purines sera presque 
entièrement éteinte (quenched), alors qu’une base dans une région simple brin accessible au 
solvant émettra de la fluorescence. En positionnant judicieusement les 2-AP à l’intérieur d’un 
ARN d’intérêt (en remplacement d’une adénine) on peut déterminer quelles sont les régions de 
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l’ARN affectées par la liaison de la protéine tout en minimisant l’impact sur la structure de cet 
ARN (332). 
 
1.8.4 Visualisation de l’activité chaperonne à ARN 
La caractérisation d’une activité chaperonne à ARN d’une protéine, c’est-à-dire son 
habileté à déstabiliser les structures secondaires d’ARN, peut s’effectuer de différentes façons. 
Les 2-AP (333), le couplage à un ribozyme (334), l’électrophorèse sur gel (335) et différentes 
applications de la fluorescence (327,336) sont toutes des méthodes ayant permis d’étudier une 
telle activité. 
L’expérience présentée dans le deuxième manuscrit est basée sur le transfert d’énergie 
par résonnance de fluorescence (fluorescence resonance energy transfer, FRET). Chaque brin 
du duplex utilisé dans cette expérience possède un fluorophore (Cy3 ou Cy5) à son extrémité 
5'. Lorsque les brins sont appariés l’un à l’autre, l’excitation de Cy3 provoque une émission 
qui est absorbée par le fluorophore Cy5. Il devient alors possible d’observer l’émission 
spécifique de ce dernier. Puisque l’émission provenant de Cy5 est dépendante de la distance le 
séparant de Cy3, il est possible d’étudier la dissociation des brins (337) ou la déformation de 
l’hélice d’ARN (338) suite à l’ajout de protéines. Le titrage d’une protéine avec une activité 
chaperonne causera donc une diminution du signal provenant de Cy5 suite à la déstabilisation 
du duplex. 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
2.0 Interaction du domaine NCp7-like  
de Lin28 avec TL-let-7g 
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Mise en contexte 
Les travaux nécessaires à cette première publication se sont effectués de 2009 à 2011, 
soit un an après les premières publications démontrant l’interaction entre Lin28 et pre-let-7g. 
Lors de la réalisation de ces travaux, aucune structure tridimensionnelle à haute résolution de 
ce complexe n’avait encore été publiée. Aussi, si certaines publications avaient identifié des 
nucléotides importants pour l’interaction de l’ARN avec Lin28, aucun consensus n’existait 
(voir l’introduction de cette publication, p. 69). De même, le rôle de chacun des domaines de 
liaison à l’ARN de Lin28 dans l’interaction avec pre-let-7g n’était pas bien défini. C’est dans 
ce contexte que cette première étude a été réalisée et publiée. 
Cette première publication, avait pour but de répondre à deux objectifs importants. 
Nous cherchions, d’abord, à déterminer la région minimale de Lin28 lui permettant d’interagir 
spécifiquement avec pre-let-7g, tout en conservant une haute affinité. Ensuite, la région de 
pre-let-7g permettant une telle interaction a été identifiée. Ces objectifs ont été atteints en 
utilisant une combinaison d’essais de retard sur gel, de protection aux ribonucléases, de in-line 
probing et de spectrométrie RMN. Afin de cartographier précisément les sites d’interactions, 
plusieurs molécules dérivées de Lin28 ou de pre-let-7g ont dû être purifiées avant de pouvoir 
être utilisées dans ces différents essais in vitro. 
Plusieurs auteurs ayant contribué à cette publication, il est important de préciser ma 
contribution personnelle. La planification et la conception des différentes expériences ont été 
faites par moi-même (AD), Pascale Legault (PL) et James G. Omichinski (JGO). Tout le 
clonage et la purification par affinité des ARN nécessaires au projet ont été réalisés par AD, 
quoique celui-ci ait pu bénéficier de l’aide de Jonathan Bouvette (JB) lors du stage d’été de ce 
dernier. Le clonage et la purification des protéines non marquées ont été faits par AD, alors 
que les protéines destinées à la RMN ont été purifiées par Ao Yang (AY) et JB. Les essais de 
retard sur gel ont été effectués par AD, lequel a été assisté par JB. AD a également été 
responsable des essais de protection aux ribonucléases, ainsi que du in-line probing. Tous les 
résultats biochimiques ont été analysés par AD, tandis que AY a réalisé et analysé les 
expériences de RMN. Finalement, la réalisation des figures et la rédaction de l’article ont été 
faites par AD et AY (pour la partie RMN), puis le manuscrit a été revu par PL et JGO. 
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Abstract 
The pluripotency factor Lin28 is a highly conserved protein comprised of a unique 
combination of RNA-binding motifs, an N-terminal cold-shock domain and a C-terminal 
region containing two retroviral-type CCHC zinc-binding domains. An important function of 
Lin28 is to inhibit the biogenesis of the let-7 family of microRNAs through a direct interaction 
with let-7 precursors. Here, we systematically characterize the determinants of the interaction 
between Lin28 and pre-let-7g by investigating the effect of protein and RNA mutations on in 
vitro binding. We determine that Lin28 binds with high affinity to the extended loop of pre-
let-7g and that its C-terminal domain contributes predominantly to the affinity of this 
interaction. We uncover remarkable similarities between this C-terminal domain and the NCp7 
protein of HIV-1, not only in terms of sequence similarity but also in their modes of RNA 
binding. This NCp7-like domain of Lin28 recognizes a G-rich bulge within pre-let-7g, which 
is adjacent to one of the Dicer cleavage sites. We hypothesize that the NCp7-like domain 
initiates RNA binding and partially unfolds the RNA. This partial unfolding would then enable 
multiple copies of Lin28 to bind the extended loop of pre-let-7g and protect the RNA from 
cleavage by the pre-microRNA processing enzyme Dicer. 
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Introduction 
MicroRNAs (miRNAs) are short single-stranded RNAs of ~22 nucleotides (nts) found 
in virus, plant and animal species that act as post-transcriptional regulators of mRNA 
expression [for recent reviews, see (1-4)]. They are generated from a longer RNA, the primary 
transcript (pri-miRNA), by a multi-step process. The pri-miRNA is first cleaved by the 
Microprocessor complex containing the endonuclease Drosha and the double-stranded RNA-
binding protein DGCR8 to produce a 60-70 nts RNA hairpin known as the precursor miRNA 
(pre-miRNA). After being exported to the cytoplasm, the pre-miRNA is further cleaved by the 
endonuclease Dicer to form a ~22-nt dsRNA. The single-stranded mature miRNA is then 
loaded into the RNA-induced silencing complex to regulate its target mRNAs.  
MicroRNAs play important roles in cell differentiation (5-7), and, in mammals, several 
miRNAs have been shown to act as oncogenes and tumour suppressors [reviewed in (8-13)]. 
Amongst those playing a role as tumour suppressors, the let-7 family of miRNAs have been 
extensively characterized, and are known inhibitors of oncogenes such as RAS, MYC, 
HMGA2, and cyclin D1 (10). The let-7 miRNAs are often present in multiple copies in a 
single genome, with the mature let-7 being highly conserved across species. In human and 
mouse, there are ten mature let-7 family sequences (let-7a, let-7b, etc.) produced from 13 
precursors.  
Although levels of let-7 pri-miRNAs are controlled by transcription factors, post-
transcriptional regulation is critical in determining the levels of mature let-7 miRNAs (14-18). 
Recent studies in embryonic cells have highlighted the importance of Lin28 in post-
transcriptional regulation of the let-7 family of miRNAs, where it acts as a selective inhibitor 
of let-7 miRNAs maturation (19-21). The various members of the let-7 family are not affected 
to the same degree by Lin28, with let-7a, let-7d and let-7g being amongst the most affected. 
Several mechanisms have been proposed to explain the Lin28 inhibition of let-7 biogenesis. 
Lin28 was shown to interfere with the Drosha cleavage of pri-let-7 (16,19,21) and with the 
cleavage of pre-let-7 by Dicer (22,23). In addition, Lin28 was shown to induce the 
uridylylation of pre-let-7 by the recruitment of TUT4 (Zcchc11), which leads to its 
degradation (22,24-26). Although the relative importance of these mechanisms in vivo has not 
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been clearly established (27), they all involve the formation of a complex between the Lin28 
and the immature forms of the let-7 miRNA. 
Lin28 is a highly conserved protein of 209 amino acids known to be an important 
pluripotency factor (28), and its role in pluripotency is likely related to its function in let-7 
biogenesis (19,29). Lin28 contains a unique set of RNA-binding motifs (30,31); an N-terminal 
cold shock domain (CSD) and a C-terminal region composed of two CCHC-type zinc-binding 
domains [ZBDs; (30)]. CSDs are found in several RNA- and DNA-binding proteins (32), 
whereas the CCHC-type ZBDs are most-commonly found in retroviral nucleocapsid proteins, 
such as the NCp7 protein from HIV-1 (33). Although Lin28 has been shown to regulate the 
stability and translation of selected mRNAs (34-37), it plays a central role in regulating levels 
of mature let-7. 
Several in vivo and in vitro studies have sought to characterize the interaction between 
pre-let-7 and Lin28 (19,20,23,24,38). It was demonstrated that both the CSD and the ZBDs of 
Lin28 are necessary for pre-let-7g binding in vitro and maturation inhibition in vivo (20). As 
determined by in vitro binding assays, Lin28 binds the extended terminal loop of pre-let-7g 
(20,38). Mutation of a conserved cytosine in this loop was shown to reduce its in vitro affinity 
for Lin28 (20). A G-rich sequence at the 5'-end of the pre-let-7g terminal loop was found to be 
strongly protected from ribonuclease cleavage by Lin28 (38). In addition, mutations of a few 
conserved nucleotides in the terminal loop make the immature miRNA resistant to Lin28 
inhibition in P19 embryonal carcinona extract (19). Lin28 also binds the extended terminal 
loop of pre-let-7a-2, and the sequence composing the mature miRNA (let-7a) can compete 
with pre-let-7a-2 binding for Lin28 (23). Moreover, a four-nucleotide 5'-GGAG-3' sequence 
important for Lin28 binding and its uridylylation by Zcchc11 was identified at the 3'-end of 
the terminal loop region of pre-let-7a-1 (24). Although several studies have contributed to 
establish that the RNA-binding domains of Lin28 are important for recognition of the 
extended terminal loop of pre-let-7, the key determinants of this interaction have not been 
systematically defined. 
In this work, we used electrophoretic mobility shift assay (EMSA), ribonuclease 
protection assay, in-line probing and NMR spectroscopy with purified molecules to map the 
interaction between the pre-let-7g RNA and the Lin28 protein from mouse. We determine that 
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the C-terminal domain of Lin28 contributes predominantly to the high-affinity interaction with 
pre-let-7g and its sequence is very similar to the NCp7 protein of HIV-1. We also uncover 
several similarities in terms of RNA binding between NCp7 and the C-terminal domain of 
Lin28. 
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Materials and methods 
Plasmids 
Lin28 expression vectors are derived from pGEX4T (GE Healthcare) and were 
constructed using the Lin28 cDNA from Mus musculus (Open Biosystems BC068304). 
Vectors for RNA transcription were derived either from the pARiBo1 plasmid or the pRSA-
VS plasmid (39). Mutant vectors were prepared using the Strategene QuikChangeII site-
directed mutagenesis method or by standard cloning of restriction fragments. All plasmids 
created for this study were verified by DNA sequencing. 
 
RNA preparation for biochemical characterization and NMR studies 
Most RNAs used here were transcribed in vitro as ARiBo-tagged precursors and 
purified by batch affinity purification (39,40). In one case (TL-let-7g), the RNA was 
synthesized in vitro as a precursor with a VS ribozyme substrate at its 3'-end and purified as 
described previously (41). For biochemical characterization (gel-shift, footprinting and in-line 
probing), the RNAs were [5'-32P]-labeled and further purified by 20% denaturing gel 
electrophoresis (42). For NMR studies, the RNAs were concentrated and exchanged with an 
Amicon Ultra-15 3000 NMWL (Millipore) in NMR buffer (10 mM d18-HEPES at pH 6.4, 50 
mM NaCl, 0.05 mM NaN3 and 10% D2O). 
 
Protein expression and purification for biochemical characterization 
Lin28 and related mutants were expressed in Escherichia coli strain BL21 cells 
(Stratagene). The bacterial cultures were grown in LB medium at 37˚C and induced with 1 
mM isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside (IPTG) for 4 h at 30˚C. The cells were harvested by 
centrifugation and resuspended in binding buffer [25 mM Tris pH 8.0, 1 M NaCl, 0.1% NP-40 
alternative (Calbiochem) and 1 mM DTT] supplemented with Complete EDTA-free protease 
inhibitor (Roche) and 10 U/mL of DNase I recombinant RNase-free (Roche). The cells were 
lysed by French press and centrifuged at 100,000g for 1 h at 4˚C. The supernatant was 
incubated for 1 h at 4˚C with GSH-Sepharose 4B resin (GE Healthcare). After incubation, the 
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resin was washed three times with the binding buffer and three times with the S7 buffer (50 
mM Tris pH 8.0, 50 mM NaCl, 5 mM CaCl2 and 1 mM DTT). The washed resin was 
resuspended in S7 buffer and incubated overnight at room temperature with 5 U/mL of 
Nuclease S7 (Roche). The resin was subsequently washed three times with S7 buffer and 
incubated 1 h at room temperature with 100 U of thrombin (Calbiochem). The eluted protein 
was dialyzed 4 h at 4˚C in 2 L of 20 mM Tris pH 8.0, 2 M NaCl, 1 mM DTT and overnight at 
4˚C in 20 mM Tris pH 8.0, 1 M urea, 200 mM NaCl and 1 mM DTT. The dialyzed protein 
was loaded on an SP-Sepharose High Performance column (GE Healthcare) equilibrated with 
FPLC-A (20 mM Tris pH 8.0 and 1 mM DTT). The protein was eluted from the column using 
a gradient (from 0% to 100% over 525 mL) of FPLC-B (20 mM Tris pH 8.0, 2 M NaCl, 1 mM 
DTT). The fractions containing the protein were combined, concentrated with an Amicon 
Ultra-15 3000 NMWL (Millipore) and dialyzed in storage buffer (100 mM Tris pH 7.6, 100 
mM NaCl, 20% glycerol and 2 mM DTT). The NCp7 protein was expressed and purified as 
described previously (43). All proteins purified for this study were verified by mass 
spectrometry.  
 
Protein expression and purification for NMR studies 
For NMR studies, uniform 15N- and 15N/13C labeling was obtained by growing the cells 
in minimal media contaning 15N-labeled NH4Cl and 13C6-glucose as the sole sources of 
nitrogen and carbon, respectively. Protein purification was conducted as described above, but 
with the following modifications. The selected fractions from the SP-Sepharose column were 
dialysed in 5% acetic acid, concentrated on a rotary evaporator and purified on a Vydac C4 
reverse-phase HPLC column using an acetonitrile gradient (from 15% to 35% over 335 mL) in 
0.05% TFA. After HPLC purification, the proteins were refolded in the presence of zinc, as 
described previously (44). 
 
Electrophoretic mobility shift assay 
For electrophoretic mobility shift assay (EMSA), the 32P-labeled RNA was first heated 
and snap cooled (heated 2 min at 95˚C and snap-cooled on ice for 5 min) to promote hairpin 
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formation. The protein samples were diluted in EMSA buffer (50 mM Tris pH 7.6, 50 mM 
NaCl, 10% glycerol, 0.05% NP-40 alternative and 2 mM DTT) and their concentrations were 
adjusted to span from 0.02X to 50X of the estimated Kd. The binding reactions (20 mL) were 
initiated by mixing 1 pM of 32P-labeled RNA with the diluted proteins and incubated at 4˚C 
for 30 min. For each Kd determination, 14 binding reactions were loaded directly on an 8% 
native polyacrylamide gel (37.5:1 polyacrylamide/bisacrylamide) and run in Tris-Glycine 
buffer (25 mM Tris-Base and 200 mM glycine) at 200 V for 2 h with active water cooling in 
the cold room. The gels were fixed in 50% methanol and 10% acetic acid for 1 h, washed 15 
min in 30% ethanol, quickly rinced with H2O and exposed overnight to a storage phosphor 
screen (Bio-Rad). The 32P-labeled RNA was visualized with a Bio-Rad Molecular Imager FX 
densitometer, and band intensities were quantified using the QuantityOne software (version 
4.6.6 from Bio-Rad). The fraction of bound RNA was plotted against protein concentration, 
and the data were fitted to the one-site binding equation or to the Hill equation (only for the 
two cases in Table 2-I) by non-linear regression analysis within the Origin 7 SR4 version 
7.0552 software (OriginLab, MA). For each protein-RNA complex, at least three independent 
Kd determination experiments were performed. The reported Kd's and their errors are 
respectively the average values and the standard deviations from these multiple experiments.  
 
In-line probing assay 
In-line probing assays were performed as described previously (45). The 32P-labeled 
RNA was visualized with a Bio-Rad Molecular Imager FX densitometer, and band intensities 
were quantified using the Image Lab software (version 3.0 from Bio-Rad). 
 
RNA footprinting assay 
For RNase footprinting, the 32P-labeled RNA was first heated and snap cooled to 
promote hairpin formation. The Lin28119-180 protein was diluted at various concentrations in 
EMSA buffer. The protein was first incubated with 1 nM of 32P-labeled RNA (10 mL total 
volume) for 30 min at 4˚C. Then, 1 U of T1 ribonuclease from Aspergillus oryzae (Sigma) was 
added and the incubation continued for 15 min at 4˚C. The reaction was stopped by addition of 
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Precipitation/Inactivation buffer (Ambion), incubation for 15 min at -20˚C and centrifugation 
at 16,000g for 15 min. The RNA pellet was dissolved in Gel loading buffer II (Ambion), 
loaded on a 20% polyacrylamide/7 M urea sequencing gel and run at 1,900 V for 5 h. The 
sequencing gel was exposed 2 h to a storage phosphor screen (Bio-Rad). The 32P-labeled RNA 
bands were visualized and quantified as for the EMSA assay. For each gel, lanes containing 
undigested RNA, partial alkaline-digested RNA and T1-digested RNA were included as 
controls (45). 
 
NMR Spectroscopy 
For NMR studies, the following samples were prepared in NMR buffer: 1.0 mM 15N-
labeled Lin28136-180; 1.3 mM 15N-labeled Lin28119-180; 1.1 mM 13C/15N-labeled Lin28119-180; 0.1 
mM TL-let-7g:15N-labeled Lin28119-180; 0.1 mM ∆bulge TL-let-7g:15N-labeled Lin28119-180; 0.1 
mM G34AG35A TL-let-7g:15N-labeled Lin28119-180; 1.0 mM TL-let-7g:15N-labeled Lin28119-
180 and 1.3 mM TL-let-7g:13C/15N-labeled Lin28119-180. For the TL-let-7g:Lin28119-180 
complexes, the samples were prepared by titration of Lin28119-180 into a TL-let-7g sample. All 
NMR experiments were collected on Varian UnityINOVA 500 and 600 MHz spectrometers 
equipped with a pulse-field gradient unit and an actively-shielded z gradient probe (either a 
room-temperature probe or a cryogenic probe). The backbone resonances (1H, 15N and 13C) of 
Lin28119-180 in the free and TL-let-7g-bound form were assigned using the following NMR 
experiments collected at 35˚C: two-dimensional (2D) 1H-15N HSQC (46), three-dimensional 
(3D) HNCACB (47-49) and 3D (HB)CBCA(CO)NNH (48,49). 1H, 13C and 15N chemical 
shifts were referenced to an external standard of 2,2-dimethyl-2-silapentane-5-sulfonic acid 
(DSS) at 0.00 ppm (50). NMR data was processed with NMRPipe/NMRDraw (51) and 
analyzed with NMRView (52). 
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Results 
Lin28 recognizes the terminal loop of pre-let-7g with its C-terminal domain 
providing the most important energetic contribution  
To identify the domain(s) of Lin28 important for binding the let-7g precursor miRNA 
(pre-let-7g), we used electrophoretic mobility shift assays (EMSA) with purified recombinant 
proteins and in vitro transcribed RNAs (Figure 2-1). It was previously established that Lin28 
recognizes pre-let-7g and its terminal loop with a similar affinity [Kd of 1-2 µM; (20,38)]. 
Thus, we initiated our study by determining the Kd of full-length Lin28 (Lin281-209) for the 
terminal loop of pre-let-7g (TL-let-7g; Figure 2-1D). We attempted to fit the data (Figure 
2-2A) using the classical one-site binding equation, but the fit was rather poor (Figure 2-2C, 
red line). Using the Hill equation, a much better fit was obtained (Figure 2-2C, blue line), from 
which we derived a Kd of 0.13 ± 0.02 nM with a Hill coefficient of 2.9 ± 0.7 (Table 2-I). These 
results clearly demonstrate that Lin28 binds the terminal loop of pre-let-7g with much higher 
affinity than previously reported (20,38). 
Given this unexpected result, we verified the binding of Lin28 to the full-length pre-
let-7g. We obtained a Kd of 0.15 ± 0.04 nM with a Hill coefficient of 2.7 ± 0.5 for this 
interaction (Table 2-I), confirming that pre-let-7g and its terminal loop have similar affinities 
for Lin28, as previously established (20,38). As a control, we measured the binding for Lin28 
to an RNA that contains only the miRNA stem of pre-let-7g (duplex let-7g GNRA; Figure 1C) 
and obtained a 60-fold lower Kd (Kd = 9 ± 3 nM), further supporting that the terminal loop is 
the main determinant of Lin28 binding to pre-let-7g. 
Since Lin28 contains two different RNA-binding domains, we determined the affinity 
of Lin28 fragments containing either the CSD (Lin2839-112) or the two ZBDs (Lin28119-180) for 
pre-let-7g, TL-let-7g and duplex let-7g GNRA (Figure 2-1). For the N-terminal Lin2839-112 
fragment comprising the CSD (Figure 2-1A), Kd values of 41 ± 10 nM and 126 ± 41 nM were 
obtained for pre-let-7g and TL-let-7g, respectively, indicating significantly weaker affinity 
(< 250 fold) compared to the full protein. For the duplex let-7g GNRA, only a minimum Kd 
value could be obtained (> 250 nM), because of aggregation of the Lin2839-112 domain 
detected at concentrations higher than 250 nM. In contrast, the Lin28119-180 fragment 
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containing the ZBDs displays only slightly lower affinities than full-length Lin28 towards pre-
let-7g and TL-let-7g, with Kd values of 0.6 ± 0.1 nM and 1.3 ± 0.3 nM, respectively (Table 2-I, 
Figure 2-2 2B-C). These binding data for Lin28119-180 can be fitted to a classical one-site 
binding equation (Figure 2-2C and Table 2-I). For the duplex-let-7g GNRA, no specific 
binding could be observed with Lin28119-180. Thus, compared to the full-length protein, the C-
terminal Lin28119-180 fragment containing the two ZBDs displays similar specificity towards 
RNAs derived from pre-let-7g. Furthermore, the affinity between Lin28119-180 and TL-let-7g is 
only 10-fold weaker than between the full-length Lin28 protein and pre-let-7g, indicating that 
Lin28119-180 and TL-let-7g encompass the main determinants of the Lin28/pre-let-7g 
interaction. 
 
Similarities between the C-terminal domain of Lin28 and the HIV-1 NCp7 protein 
It has been previously noted that the C-terminal domain of Lin28 contains two ZBDs 
similar to those found in viral nucleocapsid proteins (30). Given the importance of this RNA-
binding domain for pre-let-7g binding, we searched for proteins containing a similar domain in 
the Swiss-Prot database using BLAST (53). The nucleocapsid proteins from simian and 
human immunodeficiency viruses give the highest scores after Lin28 proteins from different 
species. The sequence alignment between the well-characterized HIV-1 nucleocapsid NCp7 
and metazoan Lin28 sequences indicates significant similarities in the ZBDs, and also, 
surprisingly, in the N-terminal KR-rich domain (Figure 2-3). The percentage of sequence 
similarity to HIV-1 NCp7 is relatively high for both murine (45%) and human Lin28123-180 
(45%). All three proteins contain identical zinc-chelating amino acids (CCHC) and spacing 
between these residues in the two ZBDs. In addition, the spacing between the two ZBDs is 
similar with 7 residues in NCp7 of HIV-1 and 8 residues in the Lin28 sequences (Figure 2-3). 
Furthermore, this sequence similarity also involves several of the NCp7 residues from the KR-
rich domain and the two ZBDs that contribute to the RNA binding interface as observed in the 
NMR structures of RNA/NCp7 complexes (33,54). 
To further investigate the binding of Lin28119-180 to TL-let-7g, we performed NMR 
chemical shift perturbation experiments. In both the free and bound forms, Lin28119-180 
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displays a well-dispersed 1H-15N HSQC spectrum (Figure 2-4A), indicating that both adopt a 
stable homogenous conformation in solution. Analysis of the 1H and 15N chemical shifts 
reveals that 21 of the 56 amino acid residues analyzed display significant chemical shift 
differences between the free and RNA-bound form (Figure 2-4B; ∆δ > 0.4 ppm). When 
mapped onto the primary structure of Lin28119-180, the residues showing significant chemical 
shift differences are found in the KR-rich domain, both ZBDs, as well as in the linker between 
ZBD1 and ZBD2. These results indicate that all these domains participate in RNA binding 
either by direct contact or through conformational rearrangement of the protein.  
To determine if the Lin28119-180 fragment could be shortened while maintaining its 
affinity for the terminal loop of pre-let-7g, we generated several N-terminal and C-terminal 
deletions (Figure 2-1A). Of the three deletion fragments that were expressed and purified 
(Lin28136-180, Lin28119-140 and Lin28119-160), none binds TL-let-7g with high affinity (Kd > 5 
µM; Table 2-II), and thus Lin28119-180 constitutes the minimal domain required for TL-let-7g 
binding. It is particularly striking that removal of the first 17 amino acids encompassing the 
KR-rich domain is as detrimental to binding as removal of one or two ZBDs. To insure that 
the absence of binding with Lin28136-180 is not due to protein misfolding, we compared the 1H-
15N HSQC spectrum of this fragment with that of Lin28119-180 (Supplementary Figure 2-1). The 
chemical shift similarity between these two spectra indicates that the ZBDs adopt a similar 
fold in Lin28136-180 and Lin28119-180. In addition, the importance of the KR-rich domain was 
further investigated using a mutant of Lin28119-180 in which all lysines and arginines of the 
KR-rich domain are mutated (KR- with mutations R122A, R123A, K125A, K127A, K131A, 
R132A. R133A and K135G). As expected, Lin28119-180 (KR-) does not bind TL-let-7g with 
high affinity (Kd > 5 µM; Table 2-II). Interestingly, we found that the NCp7 protein of HIV-1 
binds with the same affinity to TL-let-7g (1.1 ± 0.3 nM) as Lin28119-180 (Table 2-II). Thus, in 
addition to sharing sequence similarity with NCp7, Lin28119-180 also uses both its KR-rich and 
ZBDs for RNA recognition and binds with the same affinity as NCp7 to TL-let-7g. To 
emphasize these similarities with NCp7, we defined Lin28119-180 as the NCp7-like domain of 
Lin28. 
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Global mapping of the interaction site using ribonuclease protection assay 
A ribonuclease protection assay was used to identify the region(s) of TL-let-7g 
interacting with the NCp7-like domain. As a first step, in-line probing (Supplementary Figure 
2-2) was performed to establish the secondary structure of TL-let-7g. These results confirm 
that the free TL-let-7g adopts a hairpin conformation, with dynamic residues in the G-rich 
bulge (residues 7-11), the adjoining internal loop (residues 16-19 and 32-35) and the hairpin 
loop (residues 24-27; Figure 2-5A). For the ribonuclease protection assay, RNase T1 was 
selected because it shares the specificity of ZBDs for single-stranded guanines (55). The 
results of nuclease mapping in the presence of increasing concentration of Lin28119-180 (Figure 
2-5) clearly demonstrate that only the G residues within the G-rich bulge (G8, G10 and G11) 
and adjacent stems (G4 and G12) are protected by Lin28119-180. Only one G residue (G18) 
becomes more accessible in the presence of Lin28119-180, most likely resulting from 
destabilization of the predicted G18-C12 base pair (see Discussion). Thus, the ribonuclease 
protection assay indicates that the G-rich bulge is the main binding site for the NCp7-like 
domain and that the adjoining internal loop is also affected by binding. 
 
Detailed mapping of the let-7g determinants for Lin28119-180 binding 
Next, we performed an exhaustive EMSA analysis of TL-let-7g mutants to identify the 
RNA determinants of the high-affinity interaction between TL-let-7g and Lin28119-180 (Kd = 
1.3 nM; Table 2-III). Since NCp7 and several other ZBDs specifically recognize single-
stranded nucleic acids (33,54), several mutants of the loop regions of TL-let-7g (Figure 2-1D) 
were investigated. Replacement of the ACCC hairpin loop by a stable GNRA tetraloop 
(GCAA) increases the Kd by a factor of 3, and the punctual C25A mutation increases the Kd by 
a factor of 1.6. Deletion of unpaired nucleotides in the internal loop to create a stable stem 
(Figure 2-1D; ∆iloop) causes a 5.3-fold increase in the Kd compare to the wild-type RNA. 
Similar changes in affinity are also observed with simultaneous mutations of three unpaired 
nucleotides from the internal loop (A19C/G34A/G35A: 6.2 fold Kd increase) or from the 
combined effect of two related mutations (1.2 and 3.8 fold Kd increase for the A19C and 
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G34A/G35A mutants, respectively). Thus, the internal loop of TL-let-7g makes a minor 
contribution to Lin28119-180 binding, but the hairpin loop appears to be replaceable. 
Several EMSA results indicate that the G-rich bulge contributes significantly to 
Lin28119-180 binding. First, deletion of the G-rich bulge (Figure 2-1D; ∆bulge) has a substantial 
effect, since no specific binding could be observed with this mutant at a protein concentration 
as high as 5 µM. Similarly, no specific binding could be observed for a mutant in which all 
guanines at the bulge were mutated (G8C/G10C/G11A/G12A). To identify the guanine 
residues of the G-rich bulge that are important for Lin28119-180 binding, each guanine was 
individually mutated and the Kd was determined by EMSA (Table 2-III). Although the G8C 
and G11A mutations have a negligible effect on binding, the G10C or G12A mutations cause 
7- and 19-fold increases in Kd, respectively, which represent the largest changes observed in 
this study for single nucleotide mutations. Surprisingly, the double G10C/G12A mutation does 
not completely abolish specific binding, but instead has a similar effect on binding as the 
single G12A mutation, suggesting that the remaining guanine residues (G8 and G11) may 
contribute to binding in the double mutant (G10C/G12A). Thus, it appears that G10 and G12 
are key residues for the recognition, but that other G residues may also contribute to the 
affinity of the G-rich bulge for Lin28119-180. The G-rich bulge clearly represents the main RNA 
determinant of the high-affinity interaction with Lin28119-180, although the internal loop of TL-
let-7g makes a minor contribution to binding.  
To provide additional evidence for the importance of the G-rich bulge, we performed 
NMR studies of Lin28119-180 in complex with TL-let-7g mutants (Supplementary Figure 2-3). 
As expected, the 1H-15N HSQC spectrum of the G34AG35A/Lin28119-180 complex is almost 
identical to that of the TL-let-7g/Lin28119-180 complex, particularly for residues from the two 
ZBDs. In contrast, the 1H-15N HSQC spectrum of the ∆bulge/Lin28119-180 complex indicates 
that, at the high concentration (0.1 mM) used for these NMR studies, Lin28119-180 interacts 
with the ∆bulge mutant, but in a different manner than observed for the wild-type TL-let-7g. 
Thus, these NMR results confirm that the G-rich bulge is the main determinant for high-
affinity binding of Lin28119-180 to TL-let-7g. 
 81 
Given the importance of the G-rich bulge for Lin28119-180 binding, we examined the 
sequences of all known pre-let-7g RNAs (Supplementary Figure 2-4). We find that the 
sequences of the G-rich bulge and adjacent residues are highly conserved in mammals, birds 
and amphibians and fit the consensus sequence U*AGGGU (* is A, C or G), with the 
UGAGGGU sequence found in mouse and human being the most common. 
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Discussion 
In this work, we systematically identified the key determinants of the interaction 
between pre-let-7g and Lin28 using highly-purified proteins and RNAs. A surprising result is 
the high affinity (Kd of 0.15 nM) measured for Lin28 binding to pre-let-7g, given that a Kd of 
1-2 µM has previously been reported for this interaction (20,38). One important factor that 
may explain the higher affinity measured in this study is the absence of RNA competitor in the 
binding buffer (20,38). We also took great care of removing RNA contaminants during the 
purification of the Lin28 proteins and found it necessary to use the S7 nuclease. Nevertheless, 
our results are in general agreement with previous studies, which established that the extended 
terminal loop of pre-let-7g is the binding site for Lin28 (20,38).  
The EMSA data for the binding of full-length Lin28 to pre-let-7g and TL-let-7g could 
be fitted well by using the Hill equation, but not the classical one-site binding equation (Figure 
2-2A and 2C). The Hill coefficients of ~2.8 indicate that these interactions involve a minimum 
of three binding sites for Lin28 on the target RNA, and most likely reflect positive 
cooperativity for these binding events (56). The concept that Lin28 can bind multiple sites on 
the RNA is further supported by supershifts observed at higher protein concentration (> 5 nM; 
Figure 2-2A). Since the Hill coefficients obtained for TL-let-7g and pre-let-7g are essentially 
identical, we propose that full-length Lin28 can cooperatively bind a minimum of three sites in 
the extended terminal loop of pre-let-7g. This ability of Lin28 to cooperatively bind multiple 
sites is not observed with the isolated NCp7-like domain, and could not be identified from our 
binding data with the isolated CSD due to severe aggregation problems, as previously reported 
(31). The CSD of Lin28 is similar to bacterial cold shock proteins (30) and other members of 
this family of proteins are reported to display cooperativity and weak specificity (57). For 
example, the RNA chaperone CspA is known to destabilize RNA secondary structure by 
cooperatively binding to single-stranded regions with low sequence specificity (58). Thus, 
although the CSD of Lin28 does not contribute significantly to the affinity of Lin28 to pre-let-
7g, it may be needed to mediate cooperative binding in the context of the full-length protein. 
The C-terminal domain of Lin28 displays remarkable similarities with the NCp7 
protein of HIV-1. The sequence alignment between the NCp7 protein and metazoan Lin28 
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proteins shows a high degree of similarity, which involves several residues from the KR-rich 
domain and the two ZBDs of NCp7. Several of these residues have been shown to contribute 
to RNA binding in NMR structures of NCp7 bound to RNA hairpins derived from the HIV-1 
Ψ site (33,54). Here, both NMR and mutational studies confirmed that the KR-rich domain 
and both ZBDs of Lin28 participate in TL-let-7g binding. In particular, truncation of the KR-
rich domain or mutations of K/R residues within the KR-rich domain of Lin28119-180 abrogate 
high-affinity binding to TL-let-7g. Similarly, truncation of the KR-rich domain from HIV-1 
NCp7 was previously shown to prevent the specific binding of NCp7 to its Ψ-site RNA target 
(59). 
The similarity between Lin28119-180 and the NCp7 protein also extends to their binding 
affinity and specificity. Indeed, both Lin28119-180 and NCp7 display low nanomolar affinities 
toward their specific RNA targets (60,61) and specifically recognize a G-rich single-stranded 
region. Furthermore, we find that Lin28119-180 and NCp7 bind TL-let-7g with similar affinities 
under the same conditions. We find that Lin28119-180 preferentially binds the G10-X-G12 unit 
of the G-rich bulge, but may also bind G8-X-X-G11 when G10 and G12 are simultaneously 
mutated. Our results are compatible with a recent study in which Lin28 was found to strongly 
protect residues G8, G10, G11 and G12 of the G-rich bulge of pre-let-7g from ribonuclease 
cleavage (38). The sequence at the G-rich bulge of pre-let-7g is highly conserved in mammals 
(Supplementary Figure 2-4), and sequence similarity was also found in this region for most 
human and mouse let-7 family members (19,20,24). Thus, it is likely that this region is 
important for Lin28 binding to other pre-let-7 miRNAs. NCp7 from HIV-1 was also reported 
to bind exposed guanines with its two ZBDs (33,54,60,62,63). Its target sequences in the Ψ-
site RNA are generally located in a hairpin loop, where they form a G-X-G motif, but 
exceptions such as the binding to the 1 x 3 internal loop of SL1 demonstrate flexibility in 
RNA recognition by NCp7 (60,63). This flexibility in target sequence recognition may be 
inherent to the adaptive nature of the NCp7 motif and may explain, in part, why Lin28 binds a 
wide variety of mRNA targets in addition to let-7 precursors (35,36,64,65). Lin28119-180 
possibly recognizes its RNA target in the same way that HIV-1 NCp7 binds hairpin loops in 
the HIV Ψ RNA (33,54). In this model, the two ZBDs of Lin28 would each bind an exposed 
guanine in the G-rich bulge and the KR-rich domain would bind an adjacent stem or enlarged 
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major groove. Interaction of Lin28119-180 with a domain adjacent to the G-rich bulge is 
consistent with our mutational studies, which indicate that the internal loop of TL-let-7g 
makes a small contribution to binding. Given all these similarities between NCp7 and 
Lin28119-180, it is tempting to speculate on a role for HIV-1 NCp7 in let-7 biogenesis and a 
common origin for NCp7 and the C-terminal domain of Lin28. The latter speculation is 
inconsistent with a classical evolutionary model that does not include viruses, but it agrees 
with an alternative model in which viruses play an important role in cellular evolution (66,67). 
The high-affinity of Lin28 toward TL-let-7g is mostly due to its C-terminal NCp7-like 
domain, which has been shown to be required for several functional aspects of Lin28. It was 
shown to be required for Lin28 processing inhibition of pre-let-7g in vivo (20), its localization 
to P-bodies (31), its specific binding to let-7 precursors (20,24) and for the Lin28-mediated 
uridylylation of pre-let-7-a-1 by TUT4 (22). However, the NCp7-like domain is not sufficient 
for Lin28 function, as previously demonstrated with two Lin28 homologs, Lin28B and 
Lin28B-S, which are overexpressed in human hepatocellular carcinoma and in several cancer 
lines (68). The Lin28B-S preserves the NCp7-like domain but contains a truncation of the 
cold-shock domain. It has been shown that the overexpression of Lin28B-S does not induce 
cancer cell proliferation in contrast to what is observed with Lin28B (68). In addition, 
Lin28B-S does not inhibit the processing of pri-let-7g like Lin28 and Lin28B (21). Thus, 
although the NCp7-like domain of Lin28 likely contributes to its in vivo function through 
high-affinity and specific binding to the terminal loop of pre-let-7g, the cold-shock domain is 
required for Lin28 to function as an effective oncogene and inhibitor of let-7 biogenesis.  
Given its high-affinity for pre-let-7g, the NCp7-like domain may be responsible for the 
initial targeting of pre-let-7g. After this initial binding event, partial unfolding of the terminal 
loop of pre-let-7g would make it more accessible for binding multiple copies of Lin28. Both 
the NCp7 domain and the CSD have been previously described as RNA chaperones (58,69) 
and could contribute to making the terminal loop more accessible. In agreement with this role 
of the NCp7-like domain in Lin28, its binding to TL-let-7g makes G18 of the internal loop 
more accessible to ribonuclease cleavage. The high-affinity and specificity of the NCp7-like 
domain for the G-rich bulge may also allow Lin28 to bind its RNA target in an orderly fashion 
to insure that important functional regions of the RNA are protected from binding of miRNA 
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processing enzymes. The G-rich bulge is directly adjacent to one of the Dicer processing site. 
Thus, it is likely that Lin28 binding at the G-rich bulge protects the pre-let-7g RNA from 
Dicer cleavage at this site, likely by both steric hindrance and destabilization of the stem 
region near the G- rich bulge (38).  
Our mutagenesis, T1 footprinting and NMR data all indicate that the G-rich bulge of 
TL-let-7g is the main determinant for high-affinity binding to Lin28119-180. In an apparent 
contradiction with our results, a previous report identified a different G-rich region of pre-let-7 
(GGAG residues 34-37 of the internal loop in Figure 2-5A) to be important for Lin28 binding 
(24). Both these G-rich regions are highly conserved in mammalian let-7g, and similar G-rich 
regions are found both at the 5'-end and 3'-end of the terminal loop in most members of the 
human and mouse let-7 family (19,20,24). Thus, it is likely that both G-rich regions in pre-let-
7 miRNAs are important for binding full-length Lin28. For example, initial binding of Lin28 
to the G-rich bulge may expose internal loop residues and allow Lin28 binding to the other G-
rich region. Alternatively, the levels of Lin28 and other cellular factors may affect binding of 
Lin28 to the two G-rich regions. Interestingly, both hnRNP A1 and KSRP specifically bind G-
rich sequences within the terminal loop of pre-let-7a1 (17,18) and may regulate Lin28 binding 
at these sites in some pre-let-7 members. Clearly, further studies are needed to more precisely 
determine how each G-rich region contributes with cellular factors to regulate pre-let-7 
biogenesis. 
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Tables 
Table 2-I Dissociation constants (Kd in nM) of different domains of Lin28 for various pre-let-
7g constructs. 
RNA Lin281-209 Lin2839-112 Lin28119-180 
pre-let-7g 
0.15 ± 0.04 
n = 2.7 ± 0.5a 
41 ± 10 0.6 ± 0.1 
duplex let-7g GNRA 9 ± 3 > 200 n.b.b 
TL-let-7g 
0.13 ± 0.02 
n = 2.9 ± 0.7a 
126 ± 41 1.3 ± 0.3 
aIn these cases, the Hill equation was used to derived the Kd values. 
bNo specific binding observed. The gel mobility shift assays display smearing and multiple 
shifts, indicating non-specific binding. 
 
 
Table 2-II. Dissociation constants (Kd in nM) of mutants of the NCp7-like domain of Lin28 
(Lin28119-180) for the TL-let-7g RNA. 
Protein Kd (nM) 
Lin28119-180 1.3 ± 0.3 
Lin28136-180 > 5000 
Lin28119-140 > 2500 
Lin28119-160 > 5000 
Lin28119-180 (KR-) > 5000 
HIV-1 NCp7 1.1 ± 0.3 
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Table 2-III. Dissociation constants (Kd in nM) of the NCp7-like domain of Lin28 (Lin28119-
180) for various mutants of the TL-let-7g RNA. 
TL-let-7g RNA Kd (nM) Kd / [Kd (wt)]a 
Wild type (wt) 1.3 ± 0.3 1 
GNRA tetraloop 4 ± 1 3.1 
C25A 2.1 ± 0.5 1.6 
∆iloop 6.9 ± 0.7 5.3 
A19C 1.6 ± 0.6 1.2 
G34A G35A 5 ± 1 3.8 
A19C G34A G35A 8 ± 2 6.2 
∆bulge n.b.b n.b.b 
G8C G10C G11A G12A n.b.b n.b.b 
G8C 1.1 ± 0 1 0.9 
G10C 9 ± 2 6.9 
G11A 3 ± 1 2.3 
G12A 25 ± 7 19 
G10C G12A 18 ± 5 14 
aThe Kd / [Kd (wt)] is the ratio of the Kd obtained for the mutant TL-let-7g over the Kd 
obtained for the wild-type TL-let-7g RNA. 
bNo specific binding observed. The gel mobility shift assays display smearing and multiple 
shifts, indicating non-specific binding. 
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Figures 
 
 
Figure 2-1. The Lin28 protein, pre-let-7g RNA and related sequences used in this study. (A) 
Schematic representation of the primary structures of Lin28 and deletion fragments. The grey 
boxes delineate sequences of known RNA-binding motifs: a cold shock domain (CSD) and a 
pair of retroviral-type CCHC zinc-binding domains (ZBD1 and ZBD2). (B) Schematic 
representation of pre-let-7g, indicating the regions (grey boxes) from which TL-let-7g and 
duplex let-7g GNRA were derived. (C)(D) Primary and secondary structures of the (C) duplex 
let-7g GNRA and (D) TL-let-7g. Nucleotides within the mature miRNA sequence are in blue 
and non-natural nucleotides are shown in lowercase. In (D), site-specific mutations of TL-let-
7g are in red and regions that were replaced by alternative structured elements are boxed. 
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Figure 2-2. Electrophoretic mobility shift assay (EMSA) of TL-let-7g with Lin281-209 and 
Lin28119-180. (A) Typical EMSA performed with 1 pM of 5'-[32P]-labeled TL-let-7g and 
increasing concentrations of Lin281-209 (0.0, 0.002, 0.010, 0.025, 0.050, 0.075, 0.10, 0.15, 
0.20, 0.50, 1.0, 2.5 and 5.0 nM). (B) Typical EMSA for TL-let-7g and increasing 
concentrations of Lin28119-180 (0.0, 0.02, 0.10, 0.25, 0.50, 0.75, 1.0, 1.25, 1.5, 1.75, 2.0, 5.0,10, 
25 and 50 nM). (C) The bound fraction of RNA is plotted against the total concentration of 
protein. The data for binding of TL-let-7g to Lin281-209 (squares) is fitted to both the one site 
binding equation (red line; Kd = 0.2 nM) and the Hill equation (blue line; Kd = 0.13 nM). The 
data for binding of TL-let-7g to Lin28119-180 (dots) is fitted to the one site binding equation 
(green line; Kd = 1.3 nM). 
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Figure 2-3. Sequence similarity between the HIV-1 NCp7 and the C-terminal domain of 
Lin28.  The sequences of HIV-1 NCp7 and Lin28 from Mus musculus (mmu), Homo sapiens 
(hsa), Gallus gallus (gga), Xenopus laevis (xla), Danio rerio (dre) were aligned using 
ClustalW2 (70). A consensus sequence is given with the standard one-letter code in capital 
letters for amino acids, as well as the following notation: a, aromatic; h, hydrophobic; p, polar; 
+, positively charged. The schematic representation of NCp7 highlights the domains that 
contribute to RNA binding: an N-terminal KR-rich domain and two zinc-binding domains 
(ZBD1 and ZBD2). The residues of NCp7 in red and blue make direct contact with zinc and 
RNA, respectively (33,54). Those residues that could play an equivalent role in Lin28 are 
similarly colored. 
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Figure 2-4. Chemical shift mapping of Lin28119-180 binding the TL-let-7g RNA (A) 
Superposition of 2D 1H-15N HSQC spectra of 1 mM 13C/15N-labeled Lin28119-180 in the free 
form (black) and bound to 1 mM TL-let-7g (red). The signals from the free form that display a 
significant chemical shift change (∆δ > 0.4 ppm) as a result of RNA binding are annotated and 
the change is illustrated with an arrow. A very weak signal for D137 in the complex is 
indicated by a star. (B) Histogram displaying the differences in chemical shifts (∆δ in ppm ± 
0.03 ppm) observed after addition of a molar equivalent of TL-let-7g to 1 mM 13C/15N-labeled 
Lin28119-180. The chemical shift differences (∆δ) were calculated according to the formula ∆δ 
= [(∆HN)2 + (0.17∆NH)2]1/2. 
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Figure 2-5. Footprint analysis of TL-let-7g with RNase T1.  (A) Secondary structure of TL-
let-7g with the mapping of in-line probing and T1 footprinting data. Residues that are the most 
susceptible to spontaneous cleavage through in-line attack are in bold (Supplementary Figure 
2-2), and residues that experience a significant reduction (Ip/I0 = - 4) or enhancement (Ip/I0 = + 
4) of T1 cleavage in the presence of Lin28119-180 are shaded in red and blue, respectively. (B) 
Typical RNA footprinting gel of TL-let-7g in the absence and presence of Lin28119-180 (at 
concentrations of 0, 1, 5, 25, 100, 250, 500, and 1000 nM). Lanes with input TL-let-7g (RNA), 
an alkaline hydrolysis ladder (OH-) and a T1 hydrolysis ladder (T1) are also included. (C) 
Histogram of normalized band sensitivity (Ip/I0 , where Ip and I0 are, respectively, the intensity 
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in the presence and absence of protein) for T1 cleaveage of each guanine obtained at 25 nM 
(blue), 100 nM (gold), 250 nM (green) and 500 nM (violet) of Lin28119-180. 
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Supplementary material 
 
Supplementary Figure 2-1. Superposition of 2D 1H-15N HSQC spectra of 1.3 mM 15N-
labeled Lin28119-180 (black) and 1 mM 15N-labeled Lin28136-180 (red).  Signals of residues 136-
180 from Lin28119-180 that are significantly affected by TL-let-7g binding (see Figure 4) are 
annotated here. 
  
 103 
 
Supplementary Figure 2-2. In-line probing assay of TL-let-7g.  (A) Time course of in-line 
probing (1 min, 1 h, 2 h, 5 h, 20 h, 30 h and 45 h). Lanes with input TL-let-7g (RNA), an 
alkaline hydrolysis ladder (OH-) and a T1 hydrolysis ladder (T1) are included. Nucleotides that 
are most sensitive to Mg2+-induced cleavage are mapped on the secondary structures obtained 
by the (B) mFold (1) and (C) MC-fold (2) software. Red and pink circles represent nucleotides 
that are respectively highly sensitive and moderately sensitive to Mg2+-induced cleavage, as 
determined by the band intensities from the 20-h lane after subtraction of corresponding 
intensities in the input RNA lane. 
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Supplementary Figure 2-3. Lin28119-180 binds to G34AG35A TL-let-7g and to ∆bulge TL-let-
7g.  Superposition of 2D 1H-15N HSQC spectra of (A) 0.1 mM TL-let-7g:15N-labeled Lin28119-
180 (red) and 0.1 mM G34AG35A TL-let-7g:15N-labeled Lin28119-180 (green) and (B) 0.1 mM 
TL-let-7g:15N-labeled Lin28119-180 (red) and 0.1 mM ∆bulge TL-let-7g:15N-labeled Lin28119-180 
(blue). In (A) characteristic signals from the bound form that display a significant chemical 
shift change (∆δ > 0.4 ppm) as a result of TL-let-7g binding are annotated (see Figure 4). 
Weak signals for N141 and V171 are often observed for the 0.1 mM TL-let-7g:15N-labeled 
Lin28119-180 complex. 
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Supplementary Figure 2-4. Sequence alignment of all known pre-let-7g RNA : Mus 
musculus (mmu), Homo sapiens (hsa), Bos taurus (bta), Monodelphis domestica (mdo), 
Ornithorhynchus anatinus (oan), Macaca mulatta (mml), Canis familiaris (cfa), Pan 
troglodytes (ptr), Equus caballus (eca), Sus scrofa (ssc), Pongo pygmaeus (ppy), Gallus gallus 
(gga), Taeniopygia guttata (tgu), Xenopus tropicalis (xtr), Fugu rubripes (fru), Danio rerio 
(dre), Tetraodon nigroviridis (tni). The sequence of the G-rich bulge is highlighted in red. 
Sequences from miRBase were aligned with T-coffee (3). 
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3.0 Assemblage séquentiel de plusieurs 
protéines Lin28 sur TL-let-7g 
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Mise en contexte 
Les expériences menant à ce deuxième manuscrit ont été effectuées de 2011 à 2013. 
L’objectif de cette deuxième étude était de réconcilier plusieurs données publiées semblant 
contradictoires par rapport à la liaison de Lin28 à pre-let-7. Au départ, différentes études 
biochimiques, structurales et fonctionnelles avaient mis en évidence l’importance de trois 
régions de pre-let-7g pour son interaction avec Lin28. La protéine Lin28 possédant deux 
domaines de liaison à l’ARN, un maximum de deux régions d’ARN devraient être requises 
pour la liaison de la protéine lors de la formation d’un complexe de ratio stœchiométrique 1:1.  
En nous basant sur la multiplicité des bandes présentes sur gel natif lors de la liaison 
d’une forte concentration de Lin28 à pre-let-7g, nous avons émis l’hypothèse que plusieurs 
protéines Lin28 puissent lier simultanément la même boucle terminale de pre-let-7g. En 
utilisant une combinaison d’essais de retard sur gel pour déterminer soit l’affinité ou la 
stœchiométrie de la liaison, nous avons identifié trois régions importantes de l’ARN pour la 
liaison de Lin28. Par la suite, nous avons caractérisé l’assemblage séquentiel de complexes 
1:1, 1:2 et 1:3 entre TL-let-7g et Lin28. Des essais de fluorescence ont permis d’attribuer un 
rôle à chacun des domaines de liaison à l’ARN de Lin28 en plus de clarifier l’ordre de liaison 
de la protéine sur l’ARN. L’assemble de ces données nous ont permis de proposer un modèle 
d’assemblage de Lin28 sur TL-let-7g. Finalement, des essais in vitro avec Dicer ont permis 
d’adresser l’implication du phénomène de multimérisation sur le clivage de pre-let-7g par 
cette endonucléase. 
Pour cette étude, la planification et la conception des différentes expériences ont été 
effectuées par AD et PL. Tout le clonage et la purification par affinité des ARN nécessaires au 
projet ont été réalisés par AD assisté à l’occasion de JB, d’Alexis Rompré-Brodeur et de 
Geneviève Di Tomasso. Le clonage et la purification des protéines ont été faits par AD (et JB 
pour les essais de Dicer seulement). Les essais de retard sur gel, tout comme ceux de 
fluorescence, ont été effectués et analysés par AD. Pour les essais de Dicer, la mise au point 
des expériences a été effectuée par JB, AD et PL. Ces expériences ont été réalisées par JB, 
analysées par JB, AD et PL, alors que les figures ont été préparées par JB. Finalement, les 
autres figures et la rédaction de l’article ont été réalisées par AD, puis revues par PL. 
 109 
 
Stepwise assembly of multiple Lin28 proteins on 
the terminal loop of let-7 miRNA precursors 
 
Alexandre Desjardins, Jonathan Bouvette and Pascale Legault 
 
 
 
Département de Biochimie et Médecine Moléculaire, Université de Montréal, C.P. 6128, 
Succursale Centre-Ville, Montréal, QC, Canada, H3C 3J7 
 
 
 
 
 
Accepté par la revue Nucleic Acids Research le 11 décembre 2013. 
  
 110 
Abstract 
Lin28 inhibits the biogenesis of let-7 miRNAs through direct interactions with let-7 
precursors. Previous studies have described seemingly inconsistent Lin28 binding sites on pre-
let-7 RNAs. Here, we reconcile these data by examining the binding mechanism of Lin28 to 
the terminal loop of pre-let-7g (TL-let-7g) using biochemical and biophysical methods. First, 
we investigate Lin28 binding to TL-let-7g variants and short RNA fragments and identify 
three independent binding sites for Lin28 on TL-let-7g. We then determine that Lin28 
assembles in a stepwise manner on TL-let-7g to form a stable 1:3 complex. We show that the 
cold-shock domain (CSD) of Lin28 is responsible for remodeling the terminal loop of TL-let-
7g, whereas the NCp7-like domain facilitates the initial binding of Lin28 to TL-let-7g. This 
stable binding of multiple Lin28 molecules to the terminal loop of pre-let-7g extends to other 
precursors of the let-7 family, but not to other pre-miRNAs tested. We propose a model for 
stepwise assembly of the 1:1, 1:2 and 1:3 pre-let-7g/Lin28 complexes. Stepwise 
multimerization of Lin28 on pre-let-7 is required for maximum inhibition of Dicer cleavage 
for a least one member of the let-7 family and may be important for orchestrating the activity 
of the several factors that regulate let-7 biogenesis. 
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Introduction 
MicroRNAs (miRNAs) are short single-stranded RNAs that control fundamental 
biological processes in plants and animals by acting as post-transcriptional regulators of 
mRNA expression [for detailed reviews see (1-4)]. The miRNAs from the let-7 family were 
among the first to be identified and have been extensively studied given their central roles in 
development, cell differentiation and tumor suppression (5-13). The let-7 miRNA loci are 
often present in multiple copies in a single genome, with the mature let-7 miRNAs being 
highly conserved across species (6,7,13,14). Furthermore, the terminal loops of their 
precursors contain highly conserved nucleotides that mediate interaction with factors that 
control miRNA biogenesis, such as Lin28 (15-19), hnRNP A1 (20,21) and KSRP (21-23), 
thereby adding a layer of complexity to miRNA-mediated gene regulation. 
The Lin28 protein is a key post-transcriptional inhibitor of miRNA biogenesis that acts 
selectively on let-7 miRNAs (16,24), and there exists two isoforms in mammals [Lin28A (also 
termed Lin28) and Lin28B (25)]. Lin28 inhibits Drosha cleavage of primary let-7 transcripts 
(pri-let-7) in the nucleus (16,24,26,27) and interferes with Dicer cleavage of precursor let-7 
(pre-let-7) in the cytoplasm (18,28,29). Moreover, Lin28 can counteract the stimulation of let-
7 biogenesis brought about by KSRP, a factor that directly interacts with the terminal loops of 
several pri/pre-let-7 miRNAs (22,23). In the absence of Lin28, several Tutases (TUT2, TUT4 
and TUT7) mono-uridylate a specific subset of pre-miRNAs, and this enhances the cleavage 
activity of Dicer (30). In contrast, Lin28 induces the oligo-uridylation of pre-let-7 by terminal 
uridylyl transferases (TUT4/Zcchc11 or TUT7/Zcchc6 in mouse and human), which inhibits 
cleavage by Dicer and promotes pre-let-7 decay (17,28,31-35). Thus, Lin28 negatively 
regulates let-7 biogenesis by inhibiting the Drosha- and Dicer-mediated cleavage of immature 
forms of let-7, by counteracting the action of factors that promote such processing and by 
enhancing mechanisms that specifically promote pre-let-7 decay. 
Lin28 also regulates translation of several mRNAs [for a recent review see (36)] and 
functions as one of four factors that are sufficient to reprogram human somatic cells into 
induced pluripotent stem cells (37). Not surprisingly, recent studies have also associated Lin28 
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with development traits (38-40), development defects (41,42), tissue repair (43), increased 
cancer susceptibility (43-47) and advanced human malignancies (47-49). 
RNA recognition by Lin28 is being intensively investigated given that it contains two 
highly-conserved RNA-binding domains [Fig. 1A; (41,50)]; an N-terminal cold shock domain 
(CSD) and a C-terminal NCp7-like domain composed of one KR-rich motif and two CCHC-
type zinc-binding domains [ZBDs; (19)]. Recent crystal structures indicate that the Lin28 CSD 
binds with low sequence specificity to single-stranded RNAs derived from the terminal loop 
of pre-let-7 (TL-let-7) and fitting preferably either the 5'-NGNGAYNNN-3' [Y= pyrimidine 
and N = any base; (51)] or the 5'-GUNNUNN-3' (52) consensus. Crystal (51) and solution (53) 
structures also indicate that the NCp7-like domain specifically binds a G-rich region 
(5'-GGAG-3') found at the 3'-end of TL-let-7. These structural data are consistent with the 
importance of the 5'-GGAG-3' sequence for Lin28 binding and for the Lin28-dependent 
uridylation by the TUTase Zcchc11 in pre-let-7a-1 (17,52). In addition, biochemical studies 
have defined a G-rich bulge at the 5'-end of TL-let-7g (5'-UGAGGG-3') as a primary binding 
site for Lin28 (18,19). In agreement with these results, binding studies using small single-
stranded oligoribonucleotides and genome-wide studies of Lin28-associated mRNAs 
identified several G-rich and U-rich sequences as Lin28 targets (51,52,54-57), with a noted 
preference for G-rich sequences by the NCp7-like domain and for U-rich sequences by the 
CSD (51,57). Globally, these studies reveal the complexity of defining a simple consensus 
sequence for Lin28. 
Although previous biochemical and structural studies have described three potential 
recognition sites for Lin28 on the terminal loop of pre-let-7 RNAs, most studies report a 1:1 
stoichiometry for the Lin28/TL-let-7 complex (15,17-19,51-53). Based on the observation of 
native gel supershifts in our previous Lin28-binding studies with TL-let-7g, we proposed that 
multiple molecules of Lin28 likely interact with pre-let-7g to fulfill its inhibitory function on 
let-7 biogenesis (19). More recently, such supershifts were also observed as a result of Lin28 
binding to pre-let-7a-1 (55). In this present work, we characterize the mechanistic details for 
multimeric binding of Lin28 to pre-let-7 targets. We define three distinct Lin28 binding sites 
in the terminal loop of pre-let-7g (TL-let-7g) and describe the stepwise assembly of three 
molecules of Lin28 to a single molecule of TL-let-7g. Furthermore, we define the respective 
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roles of the CSD and NCp7-like domain of Lin28 in the formation of this multimeric complex 
and demonstrate its specificity towards terminal loops of the let-7 family of pre-miRNAs. 
Based on these results, we propose a model for stepwise assembly of Lin28 to the terminal 
loop of pre-let-7g and investigate how the processing enzyme Dicer intervenes in this process. 
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Materials and methods 
RNA and protein preparation 
All unlabeled RNAs longer than 14 nucleotides and all proteins used in this study are 
derived from murine sequences and were prepared as described previously (19), except for 
pre-let-7 RNAs used in the Dicer processing assay.  Shorter RNAs and RNAs with fluorescent 
labels [5'-Cy3, 5'-Cy5 or internal 2-aminopurine (2-AP)] were obtained from Integrated DNA 
Technology (IDT). For radiolabeling of RNAs, [5'-32P]-labeling and subsequent purification 
were performed as described previously (57). For the Dicer processing assay, the mono-
uridylated human pre-let-7g (pre-let-7g-U) was purified from a CRISPR-pre-let-7g-U-ARiBo 
precursor (58), whereas the mono-uridylated human pre-let-7d (pre-let-7d-U) and pre-let-7a-1 
(pre-let-7a-1-U) were purified from cis-cleavage of HH-pre-let-7-HDV precursors (59). For 
radiolabeling of RNAs, [5'-32P]-labeling and subsequent purification were performed as 
described previously (60). The unlabeled pre-let-7g-U, pre-let-7d-U and pre-let-7a-1-U RNAs 
used in the Dicer processing assay were phosphorylated and purified similarly using non-
radioactive ATP. 
 
Determination of dissociation constants (Kd) by electrophoretic mobility shift 
assay 
For binding studies by electrophoretic mobility shift assay (EMSA), protein and 32P-
labeled RNA samples were prepared in EMSA buffer (50 mM Tris pH 7.6, 50 mM NaCl, 10% 
glycerol, 0.05% NP-40 alternative and 2 mM DTT) and the binding reaction was performed as 
described previously (19). Binding reactions were loaded directly on a standard 8% native gel 
[37.5:1 polyacrylamide/bisacrylamide with Tris-Glycine buffer (25 mM Tris-Base and 200 
mM glycine)] run at 200 V for 1 h with active water cooling at 4˚C. The gels were then dried 
and exposed overnight on a storage phosphor screen (Bio-Rad). The 32P-labeled RNA was 
visualized with a Molecular Imager FX densitometer or a Personal Molecular Imager system 
(both from Bio-Rad), and the band intensities were quantified using ImageLab (version 4.1 
from Bio-Rad was used throughout this study). The fraction of bound RNA was plotted 
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against protein concentration and the data were fitted to the one-site binding equation or the 
Hill equation by non-linear regression analysis with OriginPro 8 (OriginLab).  
 
Stoichiometric binding assay by native gel electrophoresis 
For the stoichiometric binding assay, 5-µM RNA samples (or 10X the final RNA 
concentration) were prepared by combining unlabeled RNA with 100 pM of 32P-labeled RNA, 
and these samples were heated and snap-cooled (heated at 95˚C and snap-cooled on ice for 5 
min) to promote hairpin formation. The protein samples were first diluted in EMSA buffer to 
the appropriate concentrations and the binding reactions (20 µL) were initiated by adding 500 
nM of RNA (or lower concentrations for results in Supplementary Figure 3-2A). For each 
stoichiometric binding assay, binding reactions were incubated at 4˚C for 30 min and loaded 
directly on an 8% standard native gel run at 200 V for 2 h with active water cooling at 4˚C. 
The gels were then dried, exposed and visualized as described for Kd determination. The 
fractions of RNA present in the bands of the 1:1, 1:2 and 1:3 complexes were quantified with 
ImageLab, and reported scores in Table 3-II were obtained from at least two independent 
experiments. 
 
2-Aminopurine fluorescence assay 
Several TL-let-7g RNAs carrying a single adenine to 2-aminopurine (2-AP) 
substitution were used for the 2-AP fluorescence assay. Each 2-AP-modified RNA was first 
heated and snap-cooled to promote hairpin formation. The emission spectra of the 500-nM 
solution of 2-AP-modified RNA (or unmodified RNA used as a control) were recorded from 
335/20 nm (335 nm with an emission slit of 20 nm) to 425/20 nm after excitation at 300/5 nm 
first in absence of protein and then 1 min after each protein addition from a concentrated 
stock. All experiments were performed with a Varian Cary Eclipse fluorimeter at 4˚C in 50 
mM Tris pH 7.6, 50 mM NaCl and 10% glycerol. Each difference emission spectrum was 
obtained by subtracting the emission spectrum of the sample containing the 2-AP-modified 
RNA with that containing unmodified RNA collected under the same protein concentration 
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and buffer conditions. For each titration, the fluorescence emission intensity at 370 nm was 
normalized with respect to the highest fluorescence emission intensity observed at 370 nm for 
that specific titration experiment. The normalized fluorescence intensity at 370 nm was plotted 
as a function of protein concentration, and the data were fitted to the dose-response equation 
[y=A1+(A2-A1)/(1+10^((logx0-x)*p)), where A1 is the bottom asymptote, A2 the top 
asymptote, x0 the EC50 and p the Hill slope] by non-linear regression analysis with OriginPro 
8. 
 
Strand displacement assay monitored by fluorescence resonance energy transfer 
Three different fluorophore-labeled (5'-Cy3 or 5'-Cy5) RNAs were used for the strand 
displacement assay by fluorescence resonance energy transfer (FRET). The forward strand 
(Cy5-FWD: 5'-Cy5-CGU ACA GAU UGA GGG UGA CAU CG-3') was annealed to a 
perfectly complementary reverse strand (Cy3-REVcomp: 5'-Cy3-CGA UGU CAC CCU CAA 
UCU GUA CG-3') to form the complementary duplex (duplexcomp) and to a partially 
complementary reverse strand (Cy3-REVbulge: 5'-Cy3-CGA UGU CAU AUC UGU ACG-3') 
to form a duplex with a G-rich bulge (duplexbulge). Solutions containing 25 nM of both forward 
and reverse strands were heated and slow-cooled (heated 2 min at 95˚C and slow-cooled at 
room temperature for 20 min) to promote duplex formation. The strand displacement was 
monitored by FRET upon addition of a concentrated stock of protein to a solution of Cy3/Cy5-
labeled RNA duplex in EMSA buffer. Following protein addition, the sample was equilibrated 
at 30˚C for 1 min and fluorescence emission data were recorded at 30˚C on a Varian Cary 
Eclipse fluorimeter following an excitation of Cy3 at 535/20 nm. The Fret Index (FCy5/FCy3) 
was calculated from the emission of Cy5 at 670/10 nm (FCy5) and Cy3 at 590/10 nm (FCy3), 
and this Fret Index was normalized with respect to the Fret Index obtained in the absence of 
protein. The ∆FRETmax value corresponds to the maximum difference in normalized Fret 
Index. The normalized Fret Index was also plotted against total protein concentration and the 
data were fitted to the dose-response equation by non-linear regression analysis with 
OriginPro. 
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Strand displacement assay monitored by native gels 
This assay was performed with RNA duplexes formed by combining fluorophore-
labeled RNAs (5'-Cy3 or 5'- Cy5) following by heating and slow cooling. As controls, 
individual fluorophore-labeled RNAs were also investigated, and those were prepared by 
heating and snap cooling. The protein binding reactions were performed at 25 nM or 250 nM 
RNA concentrations and separated on gels as described for the stoichiometric binding assay. 
The fluorophore-labeled RNAs were detected with the ChemiDoc MP system (Bio-Rad) set up 
for multiplex detection of Cy3 and Cy5 fluorophores.  
 
Dicer processing assay  
Dicer cleavage reactions were performed as described for the stoichiometric binding 
assay but using a total volume of 20 µL containing 50 mM Tris pH 7.6, 250 mM NaCl, 2.5 
mM MgCl2, 10% glycerol, 0.05% NP-40, 2 mM DTT, 500 nM unlabeled pre-let-miRNA, 40 
pM 32P-labeled pre-miRNA, variable concentrations of Lin28 and 0.25 U of recombinant 
Dicer (Genlantis). These reactions were incubated 10 min on ice and then 1 h at 37˚C. 
Afterwards, 0.05 U of proteinase K (Roche) was added, samples were incubated 15 min at 
37˚C and the reactions were stopped by adding 40 µL of gel loading buffer (87% formamide, 
25 mM EDTA, 0.02 % xylene cyanol, 0.02 % bromophenol blue). Samples (15 µL) were 
loaded on a 10% polyacrylamide (19:1 polyacrylamide/bisacrylamide)/7 M urea gel, run at 
500 V for 45 min and then dried, exposed and visualized as described for Kd determination. 
Band intensities for the full-length and cleaved pre-miRNA were quantified using ImageLab 
and used to derive the percentages of pre-miRNA cleavage. The relative Dicer processing 
efficiency is the percentage of pre-miRNA cleavage in the presence of Lin28 over that in the 
absence of Lin28. 
 
Error Analysis 
For Kd determination, 2-AP fluorescence and strand displacement assays, at least three 
independent binding experiments were performed. Reported values (Kd, EC50, Fret Index, 
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∆FRETmax) and their errors are respectively the average values and the standard deviations 
from the multiple experiments. 
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Results 
Major variants of the pre-let-7g terminal loop maintain high-affinity binding to 
Lin28 
We previously determined by electrophoretic mobility shift assay (EMSA) that Lin28 
binds the terminal loop of pre-let-7g (TL-let-7g) with a very high affinity [Kd = 0.13 nM; 
(19)]. The binding data were best fitted using the Hill equation, with a Hill coefficient (n) of 
2.9. Given that supershifts were also observed in our EMSA at high concentrations of Lin28, 
we hypothesized that multiple molecules of Lin28 could bind a single molecule of TL-let-7g 
(19). To better understand the determinants of TL-let-7g binding to Lin28, we performed our 
EMSA with three variants of TL-let-7g (Figure 3-1B) in which key secondary structure 
elements were modified, namely the 5' G-rich bulge (∆bulge), the internal loop (∆iloop) and the 
hairpin loop (GNRA loop). Remarkably, these variations do not greatly affect the binding 
affinity of Lin28 to TL-let-7g (Table 3-I), since the averaged Kd values increase by no more 
than seven fold relative to the wild-type sequence. The largest effect is observed with the 
∆bulge variant (Kd of 0.9 nM) previously shown to abolish the TL-let-7g binding of a variant 
of Lin28 containing only the NCp7-like domain [Lin28119-180; (19)]. The lack of a similar 
effect with the full-length protein concur with the hypothesis that Lin28 has the ability to bind 
multiple sites on TL-let-7g and that the variants being studied may destroy and/or conceal one 
or more of the Lin28 binding sites, but still allow high-affinity Lin28 binding to other sites.  
 
The terminal loop of pre-let-7g comprises three distinct binding sites for Lin28 
To precisely identify the different binding sites of Lin28 on TL-let-7g, we performed 
additional binding assays by EMSA using 14-nt RNA fragments derived from the TL-let-7g. 
These short RNAs were designed to cover the entire terminal loop of pre-let-7g with partial 
overlaps and are named according to the matching segment of residues within TL-let-7g 
(Table 3-I and Figure 3-1B). For example, TL5-18 containing the sequence of the 5' G-rich 
bulge of TL-let-7g, residues 5 to 18, was investigated for Lin28 binding by EMSA 
(Supplementary Figure 3-1A). The plot of the bound RNA fraction versus Lin28 protein 
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concentration fits the one-site binding equation (Supplementary Figure 3-1B) to yield a Kd of 
1.7 nM (Table 3-I). Binding of Lin28 to a shorter fragment derived from TL5-18 (TL6-13) 
was not detectable at protein concentrations up to 5 µM by EMSA (data not shown), 
suggesting that a minimal RNA fragment length, between 9-14 nt, is necessary for high-
affinity binding. Amongst the five short RNAs with native sequences tested (TL5-18, TL13-
26, TL19-32, TL28-41, TL33-36), only one (TL19-32) did not bind Lin28 by EMSA (Table 
3-I). In addition to TL5-18, subnanomolar binding affinity is observed for TL28-41 (Kd = 0.29 
nM) and TL33-46 (Kd = 0.5 nM), whereas nanomolar binding affinity is observed for TL13-26 
(25-75 nM). The binding data with these four RNAs could be fitted to the one site binding 
equation and only a single shifted band is observed by EMSA, indicating that these short 
RNAs contain a single binding site for Lin28.  
Interestingly, these four short RNAs that bind Lin28 with high affinity contain 
previously-identified binding sites for Lin28 (in bold in Table 3-I). First, the TL5-18 RNA 
contains the 5' G-rich bulge recently identified as a primary binding site for Lin28 and its 
NCp7-like domain in pre-let-7g (18,19). Also, both TL28-41 and TL33-46 contain the 3'-
GGAG sequence defined as a key determinant of Lin28 binding and function targeted 
specifically by the NCp7-like domain (16,17,51-53). To confirm that the two G-rich sequences 
in these short RNAs were important for the observed high-affinity binding, we tested the 
binding of short RNA variants with nucleotide changes of key G residues (17-19,51-53). As 
expected, replacement of key guanines in TL5-18 and TL28-41, either abolished (TL5-18V) or 
greatly reduced (TL28-41V) Lin28 binding (Table 3-I). Despite the importance of these G 
residues, no binding could be observed in our assay between the NCp7-like domain (Lin28119-
180) and the G-rich fragments (TL5-18, TL28-41 or TL33-46; data not shown), indicating that 
the CSD is required for binding these short RNAs. Finally, TL13-26 contains the previously-
identified AUGAUAC sequence recognized by the CSD of Lin28 (51,52). Again, nucleotide 
changes within TL13-26 at key positions for CSD recognition (51) prevent binding to Lin28 
(Table 3-I; TL13-26V). In summary, by using short and most likely single-stranded RNAs, 
three distinct Lin28 binding sites were identified on TL-let-7g. Since most of these sites do not 
adopt a single-stranded conformation in the context of TL-let-7g (18,19), it is not clear yet if 
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they all are accessible to allow binding of multiple molecules of Lin28 to a single molecule of 
TL-let-7g. 
 
Stepwise assembly of Lin28 on the terminal loop of pre-let-7g yields a stable 1:3 
complex 
To determine if multiple molecules of Lin28 bind one molecule of TL-let-7g, we 
optimized a stoichiometric binding assay. In this assay, an increasing amount of protein (0.1X 
to 10X the RNA concentration) is added to a non-negligible quantity (500 nM) of RNA. If 
multiple molecules of Lin28 bind TL-let-7g in a non-concerted fashion, supershifts will be 
observed on a native gel. In fact, the stoichiometric binding assay of Lin28 to TL-let-7g 
(Figure 3-2, top left panel) results in the sequential appearance of a band shift, a supershift, 
and a super-supershift that are almost fully populated at RNA:protein ratios of 1:1.5, 1:2.5 and 
1:3.5, respectively. The mobility of the free RNA band and that of the first shift are invariable 
at RNA concentrations ranging from 1 pM to 0.5 µM (data not shown), which strongly 
indicates that TL-let-7g forms a monomeric hairpin in its free and bound forms. Furthermore, 
1:1 binding was previously observed for similar complexes by sedimentation equilibration 
ultracentrifugation (51), size-exclusion chromatography and mass spectrometry (61) at 
equimolar concentrations of RNA and protein. Thus, the observed shifts most likely 
correspond to RNA:protein stoichiometries of 1:1, 1:2 and 1:3. Additional molecules of Lin28 
may associate transiently to the 1:3 complex, as indicated by smearing of the 1:3 complex 
band at the highest RNA:protein ratios (1:5 and 1:10). Remarkably, the largest stable 
multimeric complex (designated the 1:3 complex) is assembled in a stepwise manner; the free 
RNA must be completely shifted in a 1:1 complex, prior to formation of the 1:2 and 1:3 
complexes.  
This stoichiometric binding assay was also performed at lower concentration of TL-let-
7g (25, 50 and 250 nM; Supplementary Figure 3-2A). The 1:1, 1:2 and 1:3 complexes form in 
all cases, but higher protein:RNA ratios are needed as the RNA concentration is reduced. 
Formation of stable multimeric complexes was also tested with the parental pre-let-7g at 500 
nM RNA (Supplementary Figure 3-2B). Compared to results with TL-let-7g, somewhat higher 
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protein:RNA ratios are needed for formation of the 1:1 and 1:2 and 1:3 complexes, and the 
latter is more diffuse, possibly due to the stabilizing effect of the longer stem of pre-let-7g or 
to its contribution to non-specific Lin28 binding.  
 
Both RNA-binding domains of Lin28 contribute to its stepwise assembly on TL-
let-7g 
To examine the individual roles of the CSD and NCp7-like domain of Lin28 in the 
assembly of the 1:3 complex, stoichiometric binding assays were repeated with Lin28 variants 
containing only a single functional RNA domain (Figure 3-1A, Figure 3-2 and Table 3-II). 
The Lin28119-180 variant, which only contains the NCp7-like domain known to target the 5' G-
rich bulge (19), forms a 1:1 complex with TL-let-7g (Figure 3-2, top right panel) with an 
affinity similar to the full-length protein, but forms 1:2 and 1:3 complexes with TL-let-7g very 
inefficiently and in a non-orderly fashion. In contrast, the Lin28 C139A/C161A variant, which 
contains a functional CSD but a dysfunctional NCp7-like domain, can assemble to form 1:1, 
1:2 and 1:3 complexes (Figure 3-2, top middle panel), but at higher protein concentrations 
than for the wild-type Lin28, such that it prevents formation of the 1:3 complex at an 
RNA:protein ratio of 1:3.5 (Table 3-II). Given that the binding affinity for TL-let-7g of the 
NCp-7 like domain (Kd = 1.3 nM) is higher than for the CSD [Kd = 126 nM; (19)], it is not 
surprising to find in our stoichiometric assay that Lin28 C139A/C161A is slightly more 
deficient at forming the 1:1 complex than the NCp7-like domain (see Table 3-II). Thus, the 
NCp7-like domain is important for formation of a high-affinity 1:1 complex and it facilitates 
assembly of 1:2 and 1:3 complexes, but the intrinsic ability of Lin28 to efficiently multimerize 
on TL-let-7g is imparted by the CSD.  
Interestingly, stoichiometric binding of one or two equivalents of Lin28 C139A/C161A 
to TL-let-7g is not affected by the binding of one equivalent of Lin28119-180 (Supplementary 
Figure 3-3), but rather lead to formation of 1:1:1 and 1:1:2 RNA:Lin28119-180:Lin28 
C139A/C161A complexes as indicated by the gel mobility of the complexes. Thus, the 
Lin28119-180 and Lin28 C139A/C161A variants target different residues in their respective 1:1 
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complex, in agreement with the different sequence preference for the NCp7-like domain and 
the CSD (51,57). 
We also investigated stoichiometric binding to two TL-let-7g variants [Figure 3-1B; 
(19)]. The TL-let-7g ∆iloop variant was previously shown to have a minor effect on binding of 
Lin28119-180, in agreement with the fact that Lin28119-180 mainly recognizes the 5' G-rich bulge 
(19). Similarly, this variant reduces to a limited extent the ability of Lin28119-180 to form a 1:1 
complex (Figure 3-2 and Table 3-II). In addition, it reduces the ability of both Lin28 and the 
Lin28 C139A/C161A variant to form 1:1, 1:2 and 1:3 complexes (Figure 3-2 and Table 3-II). 
Given that both the 5'-AUGAUAC-3' and 5'-GGAG-3' binding sites are destroyed in the 
∆iloop variant, the limited formation of the 1:2 and 1:3 complexes with these proteins likely 
results from the low specificity of the CSD (52). Deletion of the 5' G-rich bulge (∆bulge; 
Figure 3-1B), previously identified as the main binding site for Lin28119-180 (19), has a larger 
effect on stoichiometric binding. As expected, the ∆bulge variant strongly reduces the ability 
of Lin28119-180 to form a 1:1 complex (Figure 3-2, bottom panels and Table 3-II). In addition, 
the ∆bulge variant significantly reduces the ability of Lin28 and Lin28 C139A/C161A to form 
1:1, 1:2 and 1:3 complexes. Lin28 forms 1:1 and 1:2 complexes with the ∆bulge variant, but 
not the 1:3 complex at an RNA:protein ratio of 1:3.5 (Table 3-II), in agreement with the loss 
of a high-affinity binding site on the RNA. Comparatively, Lin28 C139A/C161A is more 
deficient than Lin28 at forming 1:1 and 1:2 complexes with the ∆bulge variant and even loses 
its ability for stepwise assembly. These results support the idea that the NCp7-like domain and 
the 5' G-rich bulge both play an important role in initiating the ordered assembly of the 
multimeric complexes, as previously suggested (19). 
 
Lin28 specifically forms stable 1:3 complexes with terminal loops of other miRNA 
precursors from the let-7 family 
Stoichiometric binding was also investigated between Lin28 and the terminal loops of 
other miRNA precursors to determine if, like TL-let-7g, these terminal loops have the ability 
for stepwise assembly of a stable 1:3 complex. Interestingly, both TL-let-7a-1 and TL-let-7d 
can form 1:1, 1:2 and 1:3 complexes, although the stepwise assembly of the 1:2 and 1:3 
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complexes requires higher Lin28 concentration than for TL-let-7g (Figure 3-3 and Table 3-II). 
Both TL-let-7a-1 and TL-let-7d contain 5' and 3' G-rich sequences (in bold in Figure 3-3AB), 
and TL-let-7d also contains an established CSD binding site [the 5'-AGAGAUUUU-3' 
sequence in bold in Figure 3-3B; (51,52)]. For TL-let-7d, the highly-accessible 5'-GGAG-3' 
binding site and the partially-accessible 5'-AGAGAUUUU-3' site likely contribute to 
formation of a high-affinity 1:1 complex, as observed in the X-ray crystal structure [Figure 
3-3D; (51,52)]. Binding to Lin28 variants is similar for TL-let-7a-1 and TL-let-7d compared to 
TL-let-7g, with the Lin28119-180 variant binding with high affinity to at least one site and the 
Lin28 C139A/C161A variant allowing stepwise assembly of multimeric complexes (Figure 
3-3), but at higher protein concentration than Lin28. 
To further examine the specificity for stepwise assembly of multimeric complexes 
between Lin28 and TL-let-7 RNAs, the binding of Lin28 was also investigated with the 
terminal loops of miR-99b (TL-miR-99b, Figure 3-3C) and miR-21a (TL-miR-21a, 
Supplementary Figure 3-4A). It was previously demonstrated that the biogenesis of miR-99b 
and miR-21a is unaffected by the expression or the silencing of Lin28 (15,16,24). In 
agreement with these results, we measured Kd values of 15 nM for TL-miR-99b and 13 nM for 
TL-miR-21a for formation of a 1:1 complex with Lin28 (data not shown), which represent a 
two-order of magnitude weaker binding than for TL-let-7g [Kd = 0.13 nM; (19)]. Furthermore, 
in our stoichiometric binding assay Lin28 has a reduced ability to form 1:1 and 1:2 complexes 
with TL-miR-99b compared to TL-let-7g and does not form a 1:3 complex under the 
conditions being investigated (Figure 3-3D). Similar results were obtained with TL-miR-21a 
(Supplementary Figure 3-4B). Furthermore, stoichiometric binding of the Lin28119-180 and 
Lin28 C139A/C161A variants is severely reduced with TL-miR-99b compared with TL-let-7g 
(Figure 3-3D). Taken together, these results indicate that stepwise assembly is markedly 
impaired with TL-miR-99b and TL-miR-21a relative to TL-let-7 RNAs.  
 
Dynamic assembly of Lin28 on the terminal loop of pre-let-7g 
To better understand the dynamic assembly of Lin28 on TL-let-7g RNA, we carried 
out a fluorescence assay using a series of TL-let-7g RNAs containing single adenine to 
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2-aminopurine (2-AP) modifications (2-AP5, 2-AP9, 2-AP21, 2-AP31 and 2-AP36; Figure 
3-4B). The fluorescence emission of 2-AP is highly sensitive to the immediate environment of 
the base analogue, particularly stacking interactions that can substantially quench the high 
quantum yield of free 2-AP (62-66). Therefore, 2-AP is an ideal reporter for changes in RNA 
structure and dynamic resulting from protein binding. Here, the fluorescence emission spectra 
of the modified TL-let-7g were first collected in the absence of proteins using the same 
detection parameters (Supplementary Figure 3-5A). The low fluorescence of 2-AP5 is 
consistent with this residue being part of a stable stem, whereas the higher fluorescence of the 
other 2-AP-modified TL-let-7g RNAs indicates that these modified residues (A9, A21, A31 
and A36) are part of more flexible regions in the RNA. Following the addition of Lin28, 2-
AP21 undergoes a significant decrease in fluorescence intensity with a measured EC50 of 0.50 
µM [Figure 3-4 (blue diamonds) and Supplementary Figure 3-5D]. This result is consistent 
with stabilization of 2-AP stacking, most likely as a result of direct binding with Lin28 since 
A21 is located in a previously-identified CSD binding site (5'-AUGAUAC-3'). According to 
the crystal structure of a complex between derivatives of Lin28 and TL-let-7g, A21 should 
stack between Trp46 and C22 when bound to the CSD [pdb code: 3TS2; (51)]. The other 2-
AP-modified TL-let-7g RNAs undergo fluorescence increases upon addition of Lin28 [Figure 
3-4 and Supplementary Figure 3-5], either through a direct interaction with Lin28 or through 
destabilization of the RNA structure. Given that the EC50 values of 0.5-0.6 µM for 2-AP9, 2-
AP21 and 2-AP36 nearly match the point of half binding for the first shift observed with the 
stoichiometric binding assay (Figure 3-2), these results indicate that binding of the first protein 
affects the local environment of multiple nucleotides of TL-let-7g. Furthermore, the EC50 of 
1.3 µM for 2-AP31 [Figure 3-4 (red triangles) and Supplementary Figure 3-5E] is consistent 
with binding of a second molecule of Lin28 on TL-let-7g. Only a small increase in 
fluorescence intensity was observed for 2-AP5 at high Lin28 concentrations, indicating that 
the A5-U41 base pair of TL-let-7g remains stable until the formation of the 1:3 complex 
[Figure 3-4 (cyan dots) and Supplementary Figure 3-5B]. In summary, formation of the 1:1 
complex significantly remodels the internal loop by affecting residues within the three Lin28 
binding sites, whereas formation of the 1:2 and 1:3 complexes appear to have more localized 
effects on individual Lin28-binding sites.  
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The cold shock domain is responsible for the RNA melting activity of Lin28  
To investigate if Lin28 carries an RNA melting activity responsible for destabilizing 
the TL-let-7g upon formation of the 1:1 complex, we adapted an established fluorescence-
based strand displacement assay [Figure 3-5A; (67)]. This assay relies on determining the 
FRET index (FCy5/FCy3) following Cy3 excitation for an RNA duplex composed of 5'-Cy5-
labeled and 5'-Cy3-labeled strands. The fluorescence emission of Cy5 is strongly dependent 
on the annealing of the two strands, such that the decrease in fluorescence intensity upon 
addition of protein infers RNA melting activity. Here, two different RNA duplexes were used; 
one contains a G-rich bulge mimicking the 5'-bulge of TL-let-7g (duplexbulge) and the other is 
the equivalent duplex without the bulge such that the two strands are perfectly complementary 
(duplexcomp). 
The strand displacement assay performed with 25 nM duplexbulge reveals the RNA 
melting activity of both Lin28 and the Lin28 C139A/C161A variants, with respective 
∆FRETmax of 0.84 and 0.77 and EC50 of 58 nM and 354 nM (Figure 3-5B-C). The 
fluorescence emission profiles clearly demonstrate that the decrease in FRET index upon 
addition of Lin28 is caused by an emission increase from Cy3 combined with an emission 
decrease from Cy5, which is consistent with the separation of the two fluorophores 
(Supplementary Figure 3-6AC). Furthermore, the stoichiometric binding assay performed with 
duplexbulge at 25 nM and 250 nM provides further evidence for dissociation of the duplexbulge 
in two separate strands as a result of addition of Lin28 (Supplementary Figure 3-7 and 8). For 
the Lin28119-180 variant, the strand displacement assay yields a smaller ∆FRETmax value of 0.24 
with an EC50 of 99 nM, which is indicative of a specific binding event at the bulge that moves 
the fluorophores further apart relative to each other without displacing the strands, although 
strand displacement may occur to a limited extent (Figure 3-5 and Supplementary Figure 3-6E, 
S7E and S8E). Thus, the RNA melting activity of Lin28 is present at higher protein 
concentration for the Lin28 C139A/C161A variant, but essentially absent for the Lin28119-180 
variant under all tested conditions. In contrast, Lin28 and its derivatives do not melt the 
perfectly complementary RNA duplex (duplexcomp), since no decrease in FRET index was 
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observed (Figure 3-5 and Supplementary Figure 3-6) indicating that the G-rich bulge is 
essential for this RNA melting activity. In summary, the strand displacement assay 
demonstrates that the RNA melting activity of Lin28 belongs predominantly to its CSD, but is 
enhanced by the NCp7-like domain of Lin28 due to its high-affinity binding to the G-rich 
bulge. 
 
Formation of the 1:1 complex is not always sufficient for maximum inhibition of 
Dicer cleavage in vitro 
Lin28 is known to inhibit the cleavage activity of Dicer on let-7 precursors, but it is not 
clear where this inhibition takes place in the stepwise assembly of Lin28 on pre-let-7g. To 
clarify this issue, we tested the effect of Lin28 concentration on Dicer cleavage of pre-let-7g-
U, an optimal Dicer substrate containing a 5'- phosphate (68) and mono-uridylated at its 3'-end 
[(Figure 3-6A; (30)]. In parallel, we performed a stoichiometric binding assay with 
pre-let-7g-U under the same high salt conditions as those used for Dicer cleavage (Figure 
3-6B). A 60% reduction of Dicer cleavage (from ~80% to ~30% cleavage) is observed at 
Lin28 concentrations that allow formation of the 1:1 complex (Figure 3-6C-D). However, 
further increase in Lin28 concentration to allow formation of the 1:2 and 1:3 complexes do not 
further reduce Dicer cleavage. These results indicate that binding of one molecule of Lin28 to 
pre-let-7g-U is sufficient to significantly inhibit Dicer cleavage, and that this level of 
inhibition is maintained upon binding of additional molecules of Lin28. 
Similar Dicer processing assays were performed with pre-let-7d-U and pre-let-7a-1-U, 
two additional Dicer substrates containing a 5'-phosphate (68) and mono-uridylated at their 3'-
end [Supplementary Figure 3-9A and Supplementary Figure 3-10A; (30)]. Similarly to pre-let-
7g-U, a 70% reduction of Dicer cleavage (from ~91% to ~24% cleavage) is observed for pre-
let-7d-U at a Lin28 concentration that allows for formation of the 1:1 complex, and further 
increases in Lin28 concentration that allow for formation of the 1:2 and 1:3 complexes do not 
further reduce Dicer cleavage ([Supplementary Figure 3-9C-D). In contrast, Dicer cleavage of 
pre-let-7a-1-U is reduced by 10% at a Lin28 concentration that allows for formation of the 1:1 
complex, and is further reduced by 35% and 45% with Lin28 concentrations that allow for 
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formation of the 1:2 and 1:3 complexes, respectively. Thus, although binding of one molecule 
of Lin28 to pre-let-7g-U and pre-let-7d-U is sufficient for maximum Dicer cleavage, 
multimerization of Lin28 is required for maximum Dicer inhibition with pre-let-7a-1-U as the 
substrate. 
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Discussion 
In this work, we elucidate the molecular mechanism by which Lin28 interacts with the 
terminal loop of pre-let-7g. This binding mechanism, which involves stepwise assembly of 
three molecules of Lin28 on the pre-miRNA terminal loop, is detailed below in regard to an 
assembly model that recapitulates results presented here and helps clarify what was thought to 
be conflicting data associated with previous studies. In addition, we examine the significance 
of this stepwise assembly for in vivo regulation of pre-let-7 biogenesis. 
 
Binding of Lin28 to short RNAs 
Using short 14-nt RNAs derived from TL-let-7g, we identified three distinct Lin28 
binding sites on TL-let-7g. Fragments containing a conserved G-rich sequence bind with very 
high affinity to Lin28, those containing the 5'-GGAG-3' motif binding with somewhat higher 
affinity (Kd of 0.3-0.5 nM) than those containing the 5'-GAGGG-3' motif (Kd of 1.7 nM). 
These binding data are in agreement with previous studies in which short conserved G-rich 
elements located at both the 5'-end [5'-UGAGGG-3'; (18,19)] and the 3'-end [5'-GGAG-3'; 
(17,52)] of the terminal loop of pre-let-7g were individually defined as the main determinants 
of Lin28 binding. Short G-rich elements are also predominantly found in target sequences of 
Lin28-associated mRNAs as part of genome-wide studies (54-57,69). In our study with 14-nt 
RNA fragments, mutations of key G residues abolished high-affinity binding to Lin28, as 
expected for recognition by the NCp7-like domain. High-affinity binding was lost when we 
replaced the 14-nt TL5-18 fragment by an 8-nt 5'-UGAGGGUC-3'. Surprisingly, high-affinity 
binding to 14-nt G-rich fragments was also lost when we used a Lin28 variant containing just 
the NCp7-like domain, even though the NCp7-like domain recognizes the G-rich bulge with 
high affinity as part of TL-let-7g [Kd = 1.3 nM;(19)]. Binding of the NCp7-like domain to TL-
let-7g may be favored by the presence of nearby helical elements or the unique structure of the 
bulge. In agreement with our results, low affinity binding (Kd = 0.4 µM) was observed 
between an isolated NCp7-like domain and a G-rich RNA heptamer by isothermal titration 
calorimetry (53). Clearly, high-affinity binding of Lin28 to these 14-nt fragments is not 
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limited to the NCp7-like domain, but likely involves the CSD, which is known to bind short 
RNAs (6-9 nt) with low-sequence specificity (52). Thus, both the NCp7-like domain and the 
CSD contribute to recognition of these G-rich sites by Lin28, and we defined a minimum 
length between 9-14 nt for high-affinity binding to G-rich fragments derived from pre-let-7g. 
The TL13-26 fragment containing the 5'-AUGAUAC-3' region from TL-let-7g binds 
Lin28 with high affinity (Kd of 25-75 nM). The 5'-AUGAUAC-3' sequence directly interacts 
with the CSD in a crystal structure of a complex formed by Lin28 and pre-let-7g derivatives 
(51), and its importance for CSD binding is supported here by the loss of binding observed 
with the TL13-26 variant containing the 5'-AUCAAAC-3' mutation. These results are in 
agreement with the ability of the CSD of Lin28B from Xenopus tropicalis (Xtr) to bind RNA 
fragments of 6-9 nts derived from the Xtr-pre-let-7 terminal loop with low nanomolar affinity 
(52). Given this observation and the fact that TL13-26 does not contain a GNG or GNNG 
sequence (19,53), binding to this fragment may only involve the CSD of Lin28. 
 
Model for stepwise assembly of Lin28 on pre-let-7g 
Based on available data, we propose a model for stepwise assembly of Lin28 on the 
terminal loop of pre-let-7g (Figure 3-7). In this model, the first molecule of Lin28 initiates 
complex formation through a high-affinity interaction between its NCp7-like domain and the 
5'-GAGGG-3' site at the 5'-bulge, which is followed by binding of its CSD to the nearby 5'-
AUGAUAC-3' site. Both the 5'-bulge and the NCp7-like domain have previously been 
identified as important determinants of the pre-let-7g/Lin28 interaction (18,19). Our 
stoichiometric binding assay further reveals that an intact 5'-bulge on pre-let-7g and the NCp7-
like domain of Lin28 are essential for formation of a stable 1:1 complex and that disruption of 
both leads to random assembly of multimeric complexes. This supports the idea that they 
initiate the ordered assembly of the 1:1, 1:2 and 1:3 complexes, as previously suggested (19). 
The concept that the CSD contacts the 5'-AUGAUAC-3' site (residues 16-21) in the 1:1 
complex is supported by the high-affinity of Lin28 towards the TL13-26 fragment containing 
this sequence as well as fluorescence quenching of 2-AP21 associated with CSD binding upon 
formation of a 1:1 complex (49). Furthermore, the proposed model for the 1:1 complex 
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matches remarkably well with RNase protection studies, where the 5'-GAGGG-3' and the 5'-
AUGAUAC-3' sites are the most protected regions of pre-let-7g upon binding of Lin28 (18). 
Interactions at these two RNA sites in the 1:1 complex occurs with the CSD and NCp7-like 
domain arranged in a 3' to 5' orientation that may not be preferred for Lin28 (51,57), but that 
may be dictated by the availability and high affinity of these sites on pre-let-7g. Binding at 
these sites destabilize Watson-Crick base pairs within the terminal loop, as previously 
observed (18), since both RNA domains are known to interact with single-stranded RNAs. 
Results from our 2-AP assay are also in agreement with RNA destabilization upon formation 
of the 1:1 complex, whereas our FRET strand-displacement assay supports an RNA melting 
activity for Lin28, as previously suggested (52). 
This terminal loop destabilization caused by the binding of the first Lin28 protein 
exposes a previously concealed high-affinity binding site on the 3'-strand, making it available 
for Lin28 binding (Figure 3-7). We propose that the NCp7-like domain of the second protein 
binds the conserved 5'-GGAG-3' sequence, whereas its CSD binds an adjacent 5'-region, 
possibly the 5'-CGGUAC-3' sequence, which shares a 5'-YGRUAC-3' motif with the well-
characterized 5'-AUGAUAC-3' CSD binding sites of TL-let-7g (52). Binding of a second 
molecule of Lin28 at this proposed site is consistent with our 2-AP fluorescence assay, in 
which a Lin28-dependent change in 2-AP31 fluorescence correlates with formation of the 1:2 
complex. We propose that the third molecule of Lin28 binds the high-affinity 5'-AUGAUAC-
3' site through its CSD. This would require the CSD of the first molecule of Lin28 to relocate, 
which is conceivable given its low sequence specificity and the flexibility of the linker region 
between the CSD and the NCp7-like domain (51,52). Furthermore, such repositioning of the 
first molecule of Lin28 is consistent with the increase in 2-AP5 fluorescence associated with 
formation of the 1:3 complex.  
The proposed assembly mechanism may differ for precursors of other let-7 family 
members. For example, formation of the 1:1 complex with pre-let-7d likely involves the 
exposed 5'-GGAG-3' binding site at the 3'-end of TL-let-7d, as previously reported (51,52), 
rather than the concealed 5'-AGGG-3' binding site at the 5'-end of TL-let-7d. Moreover, 
multimeric assembly could also occur through alternative and likely less important pathways, 
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as evidence from the reduced ability of the C139A/C161A variant to form multimeric 
complexes with TL-let-7g.  
The stepwise assembly proposed here underlines the ability of Lin28 to efficiently 
multimerize on pre-let-7 to form a 1:3 complex, previously noted with pre-let-7g (19) and pre-
let-7a-1 (55). One could argue that the observed stoichiometry contradicts previous reports, 
where 1:1 binding was observed between mouse Lin28 and TL-let-7d by sedimentation 
equilibration ultracentrifugation experiments (51) and between human Lin28B and pre-let-7g 
using both size-exclusion chromatography and mass spectrometry (61). However, these 
previous studies were not performed under conditions where the protein is in excess of the 
RNA (51,61) and that allow binding of multiple copies of Lin28 to pre-let-7.  
The stepwise assembly recapitulates other important aspects of Lin28 function. It 
involves the contribution of both RNA domains of Lin28, in agreement with their importance 
for binding target RNAs in vitro and for in vivo function (15,17,19,24,25,28,51,53,57,69,70). 
The NCp7-like domain initiates complex formation with an accessible high-affinity site to 
allow an orderly stepwise assembly of Lin28 on its target pre-miRNA. After the initial 
binding, the CSD melts the RNA to allow Lin28 to efficiently multimerize on the RNA. In the 
resulting 1:3 complex, all three Lin28-binding sites in the terminal loop are occupied by one 
molecule of Lin28, with the two G-rich sites near the Dicer cleavage sites forming high-
affinity interactions. Notably, binding at these G-rich sites in the 1:3 complex involves both 
RNA domains of Lin28, with the CSD and the NCp7-like domain arranged in a 5' to 3' 
orientation on the RNA, in agreement with biochemical and X-ray structural studies (51) as 
well as transcriptome-wide studies of LIN28B-bound mRNA targets (57). Given that 
precursors of the let-7 family have large terminal loops in which these two important G-rich 
sequences are highly conserved (20,71), formation of multimeric complexes observed here 
with pre-let-7a-1 (55), pre-let-7d and pre-let-7g likely extends to other family members and 
may have important regulatory functions.  
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Role of the stepwise assembly of Lin28 for in vivo regulation of pre-let-7 
biogenesis 
Lin28 is highly expressed in stem cells, progenitor cells as well as poorly differentiated 
tumors, and Lin28 levels decrease during differentiation (72). Assembly of multiple molecules 
of Lin28 on the terminal loop of pre-let-7 could therefore play important regulatory functions 
in cells where Lin28 is highly abundant. Here, we tested the possibility that multimerization of 
Lin28 on pre-let-7 RNAs, which is observed at high Lin28 concentrations, could modulate the 
activity of Dicer. We determined that binding of only one molecule of Lin28 on the terminal 
loop of pre-let-7g and pre-let-7d is sufficient to elicit maximum inhibition of Dicer cleavage, 
but that binding of multiple molecules of Lin28 on the terminal loop of pre-let-7a-1 is required 
to reach maximum inhibition of Dicer cleavage. Interestingly, recent studies in HEK293 cells 
indicate the let-7a (7a-1, 7a-2 and 7a-3) is not strongly regulated by Lin28 compared to other 
members of the let-7 family, including let-7d and let-7g (54,55). In these studies, Lin28 may 
have reached a level that strongly inhibited Dicer processing for several let-7 precursors, but 
that only weakly inhibited Dicer processing for let-7a precursors. In contrast, efficient Lin28-
dependent inhibition of pre-let-7a-1 maturation was observed in other studies (16,17,27-29), 
including studies with mammalian embryonic stem cells, where higher levels of Lin28 may 
allow its multimerization on pre-let-7a-1 and more efficient Dicer inhibition.  
In vivo, the specificity of the Lin28-dependent inhibition of let-7 biogenesis likely 
stems from several aspects of Lin28 function depending on the cell type, including its ability 
to specifically form a highly stable 1:1 complex with let-7 precursors, its ability to 
multimerize on these precursors, and the coordination of its RNA-binding process with 
additional factors that control let-7 biogenesis. For example, the processive activity of the 
terminal uridylyl transferase TUT4 on pre-let-7 RNAs depends on the formation of a specific 
Lin28/pre-let-7 complex (17,28,31). By comparison, although Dicer likely competes with 
Lin28 for pre-let-7g binding, TUT4 must recognize a Lin28/pre-let-7 complex (17,28,31), and 
it is not yet clear if it can associate with the 1:1, 1:2 and/or 1:3 complex. Additional factors, 
including the Drosha-DGCR8 complex, hnRNPA1 (20,21), KSRP (21-23) and the Dis3L2 3'-
5' exonuclease (34) are present in vivo to assist Lin28 in modulating the production of mature 
let-7 as needed for development, cell differentiation and tumor suppression (5-13). Such 
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factors may intervene at different steps of the assembly of Lin28 on pre-let-7 (or pri-let-7) 
terminal loops, either by competing with Lin28 for its binding sites or by associating with 
specific complexes along the assembly pathway. Multimerization of Lin28 on pre-let-7 
terminal loops may inhibit the activity of factors that promote let-7 biogenesis and/or assist 
factors that prevent let-7 biogenesis, and thereby contribute to maintaining a pluripotent cell 
state. Similarly, the previously observed multimerization of Lin28 on target mRNAs may 
antagonize miRNA-mediated repression by displacing the miRNA-induced silencing 
complexes (36,69), although such multimerization may also contribute to recruit factors that 
control the fate of mRNAs. Thus, the present study provides a framework for future 
investigations aimed at better understanding the various functions of Lin28, particularly those 
that examine the interplay with additional factors involved in let-7 biogenesis. 
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Tables 
Table 3-I. Dissociation constants (Kd)a for binding of Lin28 to RNAs derived from TL-let-7g.a 
RNA Sequences (5' to 3')b Kd (nM) 
TL-let-7g GCAGAUUGAGGGUCUAUGAUACCACCCGGUACAGGAGAUAUCUGCA 
0.13 ± 0.02 
n = 2.9 ± 0.7c 
TL-let-7g 
∆bulge 
GCAGAU-----GUCUAUGAUACCACCCGGUACAGGAGAUAUCUGCA 
0.9 ± 0.2 
n = 2 ± 1 
TL-let-7g 
∆iloop 
GCAGAUUGAGGGUCU-UG-UACCACCCGGUACA--AGAUAUCUGCA 
0.52 ± 0.09 
n = 1.3 ± 0.1 
TL-let-7g 
GNRA 
loop 
GCAGAUUGAGGGUCUAUGAUACCGCAAGGUACAGGAGAUAUCUGCA 
0.4 ± 0.2 
n = 1.46 ± 0.01 
TL5-18     AUUGAGGGUCUAUA 1.7 ± 0.4 
TL5-18V     AUUGACGCUCUAUA >5000 
TL13-26             UCUAUGAUACCACC 25-75
e 
TL13-26V             UCUAUCAAACCACC n.b.
d 
TL19-32                   AUACCACCCGGUAC n.b.
d 
TL28-41                            GGUACAGGAGAUAU 0.29 ± 0.08 
TL28-41V                      GGUACACCACAUAU 25-75
e 
TL33-46                                 AGGAGAUAUCUGCA 0.5 ± 0.1 
 
aEach Kd value and its associated error are the average and standard deviation, respectively, 
from at least three independent experiments. 
bResidues in bold are part of previously-identified Lin28 binding sites (see text). 
cThe Kd value was obtained from a previous study using the Hill equation (19). 
dNo specific binding observed. The gel mobility shift assays display smearing, indicating non-
specific binding. 
eOnly an approximate value could be obtained in these cases.  
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Table 3-II. Ability of Lin28 and variants to form multimeric complexes with various RNAs.a 
RNA Lin28 Lin28 
C139A/C161A 
Lin28119-180 
 1:1 1:2  1:3 1:1 1:2 1:3 1:1 1:2 1:3 
TL-let-7g ++++ ++++ ++++ ++ ++ - +++ + - 
TL-let-7g ∆iloop +++ ++ ++ + - - ++ - - 
TL-let-7g ∆bulge ++ ++ - - + - - - - 
TL-let-7a-1 ++++ +++ ++ + - - +++ - - 
TL-let-7d ++++ ++ +/++ +++ - - +++ + - 
TL-miR-99b +++ -/+ - + - - - - - 
 
aThe score indicated the amount of RNA present in the indicated stoichiometric ratio: ++++, 
>75%; +++, 50-75%; ++, 25-50%; +, 5-25%; -, 0-5%. The ability of the protein to form a 1:1, 
1:2 or 1:3 complex with the RNA was respectively quantified at 0.750, 1.250 and 1.750 µM of 
protein from gels shown in Figure 3-2 and Figure 3-3. 
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Figures 
 
Figure 3-1. The Lin28 protein, TL-let-7g RNA and related sequences used in this study. (A) 
Schematic representation of the primary structures of Lin28 and related variants, Lin28 
C139A/C161A and Lin28119-180. The grey boxes delineate sequences of known RNA-binding 
motifs: a cold shock domain (CSD) and an NCp7-like domain with a KR-rich region (residues 
125-135) N-terminal to a pair of retroviral-type CCHC zinc-binding domains [ZBD1 (residues 
137-154) and ZBD2 (residues 160-176); (19)]. Site-specific substitutions of Lin28 are shown 
in red. (B) Primary and proposed secondary structures of TL-let-7g. Non-natural nucleotides 
are shown in lowercase, residues of previously-identified Lin28-binding sites in bold 
characters, substitution sites for 2-AP are as blue shadows, regions that were replaced by 
alternative structural elements are boxed, and Dicer cleavage sites are indicated by red dots. 
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Figure 3-2. Stoichiometric binding assay by native gel electrophoresis for Lin28 binding to 
TL-let-7g RNA and effect of select RNA and protein variants on the stoichiometry of the 
complex. Each assay is performed with 0.5 µM RNA, including 10 pM 5'-[32P]-labeled RNA, 
and increasing concentrations of protein (0.00, 0.05, 0.25, 0.375, 0.50, 0.625, 0.75, 1.00, 1.25, 
1.50, 1.75, 2.00, 2.50 and 5.00 µM). The gel lanes with RNA:protein ratios of 1:1.5, 1:2.5 and 
1:3.5 are identified by a circle, a triangle and a square, respectively. 
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Figure 3-3. Stoichiometric binding assay by native gel electrophoresis for Lin28 binding to 
other pre-let-7 terminal loops. Sequences and proposed secondary structures of (A) TL-let-7a-
1, (B) TL-let-7d RNA and (C) TL-miR-99b with bold residues representing previously-
identified or predicted Lin28-binding sites (see text). Non-natural nucleotides are shown in 
lowercase. (D) Stoichiometric binding assay of TL-let-7a-1, TL-let-7d and TL-miR-99b RNA 
with Lin28, Lin28 C139A/C161A and Lin28119-180. Each assay is performed with 0.5 µM 
RNA, including 10 pM 5'-[32P]-labeled RNA, and increasing concentrations of protein (0.00, 
0.05, 0.25, 0.375, 0.50, 0.625, 0.75, 1.00, 1.25, 1.50, 1.75, 2.00, 2.50 and 5.00 µM). The gel 
lanes with RNA:protein ratios of 1:1.5, 1:2.5 and 1:3.5 are identified by a circle, a triangle and 
a square, respectively. 
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Figure 3-4. Effect of Lin28 on the fluorescence intensity of TL-let-7g containing individual 2-
AP modifications. (A) Normalized fluorescence intensity at 370 nm of 2-AP5 (cyan dots), 2-
AP9 (green squares), 2-AP21 (blue diamonds), 2-AP31 (red triangles) and 2-AP36 (red 
diamonds) as a function of Lin28 concentration. Each titration point and the associated error 
bars are respectively the average and standard deviation from multiple experiments. (B) 
Reported EC50 values and their errors obtained from data in (A) by fitting the normalized 
fluorescence intensity at 370 nm with respect to Lin28 concentration using the dose-response 
equation. 
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Figure 3-5. Strand displacement assay monitored by FRET to test the RNA melting activity of 
Lin28.  A) Schematic of the RNA melting activity of Lin28 on the duplexbulge RNA, a 
Cy3/Cy5-labeled duplex. Relevant excitation and emission frequencies are indicated with 
associated slit widths. (B) Normalized Fret Index (FCy5/FCy3) of Cy3/Cy5-labeled RNA 
duplexes (25 nM) as a function of total protein concentration (10, 25, 35, 50, 60, 75, 100, 125, 
150, 175, 200, 300, 400, 500, 750, 1000, 1500 and 2000 nM). Proteins were sequentially 
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added to both the duplexbulge (Lin28, green diamonds; Lin28 C139A/C161A, green squares; 
and Lin28119-180, green circles) and the control duplexcomp (Lin28, red diamonds; Lin28 
C139A/C161A, red squares; and Lin28119-180, red circles). (C) Values of  ∆FRETmax and EC50 
derived from results shown in B. 
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Figure 3-6. Dicer processing assay of pre-let-7g-U. (A) Primary and proposed secondary 
structures of the pre-let-7g-U RNA. Dicer cleavage sites are identified with arrows. (B) 
Stoichiometric binding assay detected by native gel electrophoresis for Lin28 binding to pre-
let-7g-U. Each assay is performed with 0.5 µM 5'-phosphorylated RNA, including 40 pM 5'-
[32P]-labeled RNA and increasing concentration of Lin28 (0.00, 0.05, 0.50, 0.75, 1.25, 1.50, 
2.00, 2.50, 3.00, 3.50, 4.00, 4.50 and 5.00 µM). (C) Dicer processing assay detected by 
denaturing gel electrophoresis of pre-let-7g-U under varying Lin28 concentrations. The first 
well contains 0.5 µM RNA without Lin28 and Dicer. The subsequent wells are for the Dicer 
assay performed under the same conditions as for the stoichiometric binding assay (in B), but 
with an additional 0.25 U of Dicer enzyme. (D) Relative Dicer processing efficiency plotted 
against Lin28/pre-let-7g-U concentration ratios (n=2). 
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Figure 3-7. Schematic representation of the proposed model for the stepwise assembly of 
Lin28 on the terminal loop of pre-let-7g. In this model, only the RNA-binding domains of 
Lin28 are represented, with the NCp7-like domain in dark blue and the CSD in cyan. The first 
molecule of Lin28 initiates complex formation through interactions between its NCp7-like 
domain and the conserved 5'-GAGGG-3' site at the 5'-bulge and between its CSD and the 
nearby 5'-AUGAUAC-3' site. These interactions on the 5'-strand destabilize Watson-Crick 
base pairs within the terminal loop and exposes the 3'-strand, making it available for binding a 
second molecule of Lin28, with its NCp7-like domain targeting the conserved 5'-GGAG-3' 
sequence and its CSD an adjacent 5'-region. Binding of the third molecule of Lin28 to the 
high-affinity 5'-AUGAUAC-3' site involves only its CSD and implicates relocating the CSD 
of the first molecule of Lin28. The order of assembly proposed for pre-let-7g may differ for 
precursors of other let-7 family members. 
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Supplementary material 
 
Supplementary Figure 3-1. Binding studies of TL-let-7g to Lin28 by EMSA for 
determination of the dissociation constant.(A) Typical EMSA performed with 1 pM 5'-[32P]-
labeled TL5-18 RNA and increasing concentrations of Lin28 (0.0, 0.02, 0.10, 0.25, 0.50, 0.75, 
1.0, 1.25, 1.5, 1.75, 2.0, 5.0,10, 25 and 50 nM). (B) Fraction of bound RNA as a function of 
total protein concentration, fitted to the one site binding equation (red line; with Kd = 1.8 nM 
and R2 = 0.97). 
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Supplementary Figure 3-2. Stoichiometric binding assay by native gel electrophoresis for 
Lin28 binding to different concentrations of TL-let-7g  A) and to 500 nM of pre-let-7g [for the 
exact sequence see (1)] (B). Each assay is performed with the indicated RNA concentration, 
including 10 pM 5'-[32P]-labeled RNA, and increasing concentrations of protein (from 0.1X to 
10X the RNA concentration). The gel lanes with RNA:protein ratios of 1:1.5, 1:2.5 and 1:3.5 
are identified by a circle, a triangle and a square, respectively. 
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Supplementary Figure 3-3. Competitive stoichiometric binding assay by native gel 
electrophoresis between Lin28 C139A/C161A and Lin28119-180 for binding to TL-let-7g. The 
assay is performed with 0.5 µM RNA, including 10 pM 5'-[32P]-labeled RNA, increasing 
concentrations of Lin28 C139A/C161A (0.00, 1.00, 0.05, 0.25, 0.375, 0.50, 0.625, 0.75, 1.00, 
1.25, 1.50, 1.75, 2.00, 2.50 and 5.00 µM) and constant concentration of Lin28119-180 (1 µM). 
The gel lanes with RNA:Lin28 C139A/C161A ratios of 1:1.5, 1:2.5 and 1:3.5 are identified by 
a circle, a triangle and a square, respectively. 
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Supplementary Figure 3-4. Stoichiometric binding assay by native gel electrophoresis for 
Lin28 binding to TL-miR-21a. (A) Sequence and proposed secondary structure of TL-
miR021a. (B) Stoichiometric binding assay of TL-miR-21a with Lin28. The assay is 
performed with 0.5 µM RNA, including 10 pM 5'-[32P]-labeled RNA, and increasing 
concentrations of protein (0.00, 0.05, 0.25, 0.375, 0.50, 0.625, 0.75, 1.00, 1.25, 1.50, 1.75, 
2.00, 2.50 and 5.00 µM). The gel lanes with RNA:protein ratios of 1:1.5, 1:2.5 and 1:3.5 are 
identified by a circle, a triangle and a square, respectively. 
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Supplementary Figure 3-5. Effect of addition of Lin28 on the emission spectra of 2-AP-
modified TL-let-7g RNAs. (A) Emission spectra recorded in the absence of protein for TL-let-
7g RNAs (500 nM) containing a single 2-AP at position A5 (blue), A9 (red), A21 (green), 
A31 (purple) or A36 (orange). Spectra were all recorded with the same detector gain settings 
for comparison purposes. (B)-(F) Difference emission spectra following the addition of Lin28 
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(0 µM, dark blue; 0.050 µM, dark red; 0.125 µM, dark green; 0.250 µM, dark purple; 0.375 
µM, dark cyan; 0.500 µM, dark orange; 0.625 µM, blue; 0.750 µM, red; 0.875 µM, green; 1 
µM, purple; 1.125 µM, cyan; 1.250 µM, orange; 1.375, light blue; 1.500 µM, light red; 1.625 
µM, light green; 1.750 µM, light purple; 1.875 µM, light cyan; 2 µM, light orange; and 2.5 
µM, grey) to different TL-let-7g RNAs containing a single 2-AP at positions (B) A5, (C) A9, 
(D) A21, (E) A31 or (F) A36. The arrows indicate the increase (arrow up) or decrease (arrow 
down) of fluorescence emission upon addition of protein. The detector gain setting was 
optimized for each titration experiment, thus the intensities detected for different RNA-protein 
combinations cannot be directly compared. 
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Supplementary Figure 3-6. Effect of addition of Lin28 on the emission spectra of Cy3/Cy5-
labeled RNA duplexes. The RNA duplex containing a G-rich bulge (duplexbulge) was titrated 
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with (A) Lin28, (C) Lin28 C139A/C161A and (E) Lin28119-180. The control complementary 
RNA duplex (duplexcomp) was also titrated with (B) Lin28, (D) Lin28 C139A/C161A and (F) 
Lin28119-180. The emission spectra were recorded from 550/10 nm to 750/10 nm after 
excitation at 535/20 nm on samples containing 25 nM Cy3/Cy5-labeled RNA duplexes and 
either 0 nM (blue), 500 nM (red) or 2 µM protein (green). In (A) the 2-µM titration point was 
not recorded, whereas all three titration points are present in the other panels. 
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Supplementary Figure 3-7. Strand displacement assay monitored by native gel 
electrophoresis with 25 nM of Cy3/Cy5-labeled duplex RNAs. (A) Additions of Lin28 (0, 25, 
250 and 2000 nM) to isolated RNA strands, either 25 nM of Cy5-FWD or 25 nM Cy3-
REVbulge followed by the additions of Lin28 (0, 25, 100, 250, 500 and 2000 nM) to 25 nM 
duplexbulge formed by annealing Cy5-FWD to Cy3-REVbulge. Titrations similar to those 
described in (A) were performed with (C) Lin28 C139A/C161A and (E) Lin28119-180. (B) 
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Titrations were performed as in (A), except that Cy3-REVbulge is replaced by Cy3-REVcomp 
and duplexbulge is replaced by duplexcomp. Titrations similar to those described in (B) were 
performed with (D) Lin28 C139A/C161A and (F) Lin28119-180. The Cy3 and Cy5 signals are 
represented by green and red colors, respectively, and the superposition of both signals 
produces a spectrum of colors from yellow to orange-red. In (B), binding of Lin28 to the 
duplex cannot be distinguished from binding to the individual strands. In several cases, 
binding of Lin28 creates such a diffuse band on the gel that the RNA seems to disappear from 
the gel. 
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Supplementary Figure 3-8. Strand displacement assay monitored by native gel 
electrophoresis with 250 nM of Cy3/Cy5-labeled RNA. (A) Additions of Lin28 (0, 125, 250 
and 500 nM) to isolated RNA strands, either 250 nM of Cy5-FWD or 250 nM Cy3-REVbulge 
followed by the additions of Lin28 (0, 125, 250, 500, 1000 and 2000 nM) to 250 nM Cy3/Cy5-
labeled duplexbulge formed by annealing Cy5-FWD to Cy3-REVbulge. Titrations similar to those 
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described in (A) were performed with (C) Lin28 C139A/C161A and (E) Lin28119-180, except 
that different protein concentrations (red gradients) were used in (C). B) Titrations were 
performed as in (A), except that Cy3-REVbulge is replaced by Cy3-REVcomp and duplexbulge is 
replaced by duplexcomp. Titrations similar to those described in (B) were performed with (D) 
Lin28 C139A/C161A and (F) Lin28119-180, except that different protein concentrations (red 
gradients) were used in (D). In (C) and (D) 0, 0.5, 1 and 2 µM of Lin28 were sequentially 
added to the isolated RNA strands and 0, 0.5, 1, 2, 5 and 10 µM of protein were sequentially 
added to the duplex RNA (red gradients). The Cy3 and Cy5 signals are represented by green 
and red colors, respectively, and the superposition of both signals produces a spectrum of 
colors from yellow to orange-red. In (B), binding of Lin28 to the duplex cannot be 
distinguished from binding to the individual strands. In several cases, binding of Lin28 creates 
such a diffuse band on the gel that the RNA seems to disappear from the gel. 
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Supplementary Figure 3-9. Dicer processing assay of pre-let-7d-U. (A) Primary and 
proposed secondary structures of the pre-let-7d-U RNA. Dicer cleavage sites are identified 
with arrows. (B) Stoichiometric binding assay detected by native gel electrophoresis for Lin28 
binding to pre-let-7d-U. Each assay is performed with 0.5 µM 5'-phosphorylated RNA, 
including 40 pM 5'-[32P]-labeled RNA and increasing concentration of protein (0.00, 0.05, 
0.50, 0.75, 1.25, 1.50, 2.00, 2.50, 3.00, 3.50, 4.00, 4.50 and 5.00 µM). (C) Dicer processing 
assay detected by denaturing gel electrophoresis of pre-let-7d-U under varying Lin28 
concentrations. The first well contains 0.5 µM RNA without Lin28 and Dicer. The subsequent 
wells are for the Dicer assay performed under the same conditions as for the stoichiometric 
binding assay (in B), but with an additional 0.25 U of Dicer enzyme. (D) Relative Dicer 
processing efficiency plotted against Lin28/pre-let-7d-U concentration ratios (n=3). 
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Supplementary Figure 3-10. Dicer processing assay of pre-let-7a-1-U. (A) Primary and 
proposed secondary structures of the pre-let-7a-1-U RNA. Dicer cleavage sites are identified 
with arrows. (B) Stoichiometric binding assay detected by native gel electrophoresis for Lin28 
binding to pre-let-7a-1-U. Each assay is performed with 0.5 µM 5'-phosphorylated RNA, 
including 40 pM 5'-[32P]-labeled RNA and increasing concentration of protein (0.00, 0.05, 
0.50, 0.75, 1.25, 1.50, 2.00, 2.50, 3.00, 3.50, 4.00, 4.50 and 5.00 µM). (C) Dicer processing 
assay detected by denaturing gel electrophoresis of pre-let-7a-1-U under varying Lin28 
concentrations. The first well contains 0.5 µM RNA without Lin28 and Dicer. The subsequent 
wells are for the Dicer assay performed under the same conditions as for the stoichiometric 
binding assay (in B), but with an additional 0.25 U of Dicer enzyme. (D) Relative Dicer 
processing efficiency plotted against Lin28/pre-let-7a-1-U concentration ratios (n=4). 
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4.0 Discussion et conclusion 
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4.1 Importance physiologique du modèle proposé 
L’accomplissement final des deux études présentées est la mise au point d’un nouveau 
modèle décrivant l’assemblage de plusieurs protéines Lin28 sur le même précurseur du 
miARN let-7g. Dans le premier article (304), nous avons décrit la liaison initiale de la 
première protéine Lin28 sur la boucle terminale de pre-let-7g. L’un des résultats majeurs 
obtenus est la haute affinité mesurée entre Lin28 et pre-let-7g. Ce Kd de 0.15 nM était bien 
différent de ce qui avait était publié précédemment (249,324). Par essais de retard sur gel, 
nous avons déterminé que c’est la liaison du domaine NCp7-like au renflement riche en 
guanines présent en 5' de TL-let-7g qui rend cette haute affinité possible. De plus, nous avons 
démontré que ce domaine C-terminal de Lin28 possède une affinité supérieure envers les 
séquences 5'-GxG-3' ou 5'-GxxG-3'. Dès cette première publication, nous avons observé 
plusieurs bandes sur gel natif lors de la liaison de forte concentration de Lin28 à pre-let-7g. 
Puisque l’apparente multimérisation était absente lors de l’utilisation du domaine NCp7-like, 
nous avons avancé l’hypothèse que le domaine cold shock était responsable de ce phénomène. 
Le deuxième manuscrit (débute p. 107) est la suite directe du premier. Sachant que la 
première protéine liait la région riche en guanines en 5' et ayant observé l’apparition de 
supershifts à haute concentration de protéine, nous avons utilisé différentes techniques pour 
comprendre où et comment les protéines supplémentaires liaient TL-let-7g. Une combinaison 
de méthodes biochimiques et biophysiques nous permettent maintenant de proposer un 
nouveau modèle (Figure 3-7, p. 145) où la liaison du domaine NCp7-like de la première 
protéine au renflement en 5' permet la liaison subséquente du CSD à la séquence voisine 
5'-AUGAUAC-3'. Cette première liaison de Lin28 cause une dissociation des brins de la tige 
d’ARN et rend accessible le deuxième site de haute affinité en 3'. La séquence 5'-GGAG-3' de 
ce site est liée par le domaine NCp7-like de la deuxième protéine, alors que le CSD de cette 
protéine lie une région voisine en 5'. Nous croyons que la troisième protéine déplace le CSD 
de la première et lie la séquence 5'-AUGAUAC-3' avec son propre domaine cold shock. Le 
CSD de la première protéine Lin28 se déplace et lie sans doute la région située en 5' du 
renflement. Ce modèle implique que les CSD soient capables de lier une séquence d’ARN 
située très près du site de liaison occupé par le domaine NCp7-like. Cette liaison rapprochée 
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est possible et permet sans doute, de stabiliser le complexe tel qu’il a été démontré lors de nos 
expériences avec les courts ARN de 14 nt. En effet, si les courts ARN contenant les sites de 
liaison du domaine NCp7-like peuvent être liés par la protéine entière, aucun complexe de 
haute affinité n’a été observé lors de l’utilisation du domaine C-terminal isolé. De ces 
expériences, nous avons conclu que non seulement le CSD et le domaine NCp7-like peuvent 
lier des séquences d’ARN voisines, mais cette liaison supplémentaire du CSD permet une 
stabilisation du complexe. 
Finalement, puisque cet assemblage séquentiel est également observable chez TL-let-
7a-1 et TL-let-7d, nous croyons que ce type de liaison par plusieurs protéines Lin28 est 
présent chez tous les autres membres de la famille let-7. Cette multimérisation semble 
spécifique à cette famille de miARN, puisque nous n’avons pas observé ce type d’assemblage 
avec TL-miR-21a ou TL-miR-99b. Par conséquent, l’assemblage décrit dans notre modèle est 
peut-être ce qui permet à Lin28 d’inhiber spécifiquement les membres de la famille let-7 (voir 
sections 4.1.2 et 4.1.3). 
 
4.1.1 Le modèle proposé et la littérature actuelle 
Dans notre nouveau modèle, les deux domaines de liaison à l’ARN de Lin28 possèdent 
des rôles essentiels. Le domaine NCp7-like permet une liaison de haute affinité ordonnée de la 
protéine, alors que le CSD est requis pour la déstabilisation de l’ARN qui rend accessible les 
sites de liaison supplémentaires. L’implication de chacun des domaines est toute à fait 
compatible avec les études précédentes et permet de réconcilier plusieurs données provenant 
de différents groupes qui semblaient parfois contradictoires. 
Le domaine cold shock de Lin28 est impliqué dans la croissance et le développement 
cellulaire. En effet, les mutations des acides aminés conservés G43S et M82Q présents dans 
les motifs RNP causent des défauts de développement chez C. elegans (3). Aussi, Lin28BS, un 
isoforme de Lin28B auquel il manque les 70 premiers acides aminés, n’a aucun effet sur la 
croissance cellulaire (291). Finalement, l’introduction de mutations ponctuelles à l’intérieur du 
domaine cold shock réduit l’inhibition de la maturation de let-7g par Lin28 (249,325). Le 
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modèle proposé est tout à fait en accord avec ces résultats qui mettent en évidence la fonction 
du domaine cold shock dans la régulation de la prolifération cellulaire. Ces fonctions sont 
probablement causées par l’activité chaperonne de ce domaine qui permet la déstabilisation 
des structures secondaires d’ARN. D’ailleurs, cette activité chaperonne observée lors de nos 
expériences de FRET confirme ce qui avait été récemment décrit dans une étude utilisant une 
sonde moléculaire [molecular beacon; (327)]. 
Dans notre modèle, le domaine NCp7-like est responsable du contact initial de Lin28 
sur pre-let-7g ce qui permet un assemblage ordonné. Ce domaine apporte également la 
spécificité à la protéine en ciblant les deux régions riches en guanines. Cette spécificité 
concorde avec ce qui avait été préalablement décrit dans plusieurs études où la mutation 
d’acides aminés dans ce domaine réduisait la liaison spécifique de la protéine (200,249). Le 
domaine NCp7-like isolé a également été rapporté comme pouvant lier spécifiquement par lui-
même, le précurseur du miARN let-7g (304,326). Ceci est en parfait accord avec sa fonction 
de favoriser l’assemblage ordonné proposée dans notre modèle. Avec ce rôle important, il 
n’est pas étonnant que plusieurs fonctions biologiques aient été reportées pour ce domaine. En 
effet, cette extrémité C-terminale de Lin28 est impliquée dans la localisation de la protéine 
aux P-bodies (292), la stimulation de la traduction (321), l’inhibition de la maturation de pre-
let-7g (249,325) et dans la stimulation de l’uridylation par Tut4 (199). Nous croyons que c’est 
la spécificité du domaine NCp7-like, dont dépend l’assemblage ordonné de la protéine sur le 
miARN précurseur, qui explique ces différents rôles majeurs. 
Notre modèle permet également de réconcilier plusieurs données qui semblaient 
contradictoires concernant les sites de liaison de Lin28 sur les pre-let-7. Une première région 
riche en guanines en 3' avait d’abord été identifiée comme importante pour la liaison de Lin28 
(200), ainsi que pour l’inhibition de la maturation du pre-miARN (325). Par la suite, des 
études structurales utilisant des ARN minimisés ont confirmé l’importance de cette région lors 
de la liaison par le domaine NCp7-like (325,326). Puis, la région riche en guanines en 5' a été 
mise en évidence comme le site de liaison de Lin28 (324) ou, plus précisément, du domaine 
NCp7-like (304). Finalement, une étude structurale a mise en évidence un troisième site lié, 
cette fois, par le CSD de Lin28 (325). La présence de ces trois sites de liaison semblait 
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contradictoire avec l‘idée d’un complexe 1:1 et il était difficile d’expliquer le rôle de ces 
différents sites. En plus d’expliquer cette apparente contradiction, notre modèle d’assemblage 
séquentiel est en accord avec des essais de digestion par Dicer (248) et de protection aux 
ribonucléases (324). Dans ces expériences, des nucléotides situés dans différents régions de 
TL-let-7g jouaient un rôle dans l’interaction avec Lin28. Nous savons maintenant que ces 
nucléotides constituaient différents sites de liaison pour la protéine. En résumé, le modèle 
proposé dans notre deuxième étude concorde avec les différentes études traitant du sujet et 
permet de réconcilier les apparentes contradictions, concernant les sites de liaison de Lin28, 
qui s’y trouvaient. 
 
4.1.2 Effet de l’assemblage séquentiel sur Dicer 
Jusqu’à présent, les études permettant de clarifier les fonctions physiologiques de 
l’assemblage séquentiel de Lin28 sur le précurseur de let-7g sont limitées. Nous avons étudié 
le rôle de cet assemblage sur l’inhibition du clivage de Dicer et avons conclu que la liaison de 
la première protéine Lin28 était suffisante pour une inhibition efficace. La liaison subséquente 
de la deuxième et troisième protéine n’influence pas cette inhibition. Il est possible que cette 
inhibition soit causée par l’encombrement stérique provoquée par la liaison de la première 
protéine sur le renflement en 5' qui est situé près du site de clivage de Dicer. Néanmoins, il 
convient de rappeler que cet essai a été effectué avec une protéine Dicer recombinante 
purifiée. Dans la cellule, Dicer est en complexe avec des cofacteurs tels que TRPB, PACT et 
possiblement Ago2 (voir section 1.1.5). Par conséquent, le pouvoir régulateur de Lin28 est 
peut-être différent lorsqu’un tel complexe multimérique interagit avec pre-let-7g. Il serait 
intéressant de répéter l’expérience de clivage par Dicer effectuée dans la deuxième étude, en 
ajoutant des cofacteurs à l’endonucléase. Ceci pourrait être fait en utilisant des extraits 
cellulaires ou des protéines Dicer purifiées à l’aide d’anticorps plutôt qu’une protéine 
recombinante. Ceci permettrait de vérifier si les liaisons de la deuxième et troisième Lin28 ont 
un effet sur le clivage par Dicer dans des conditions plus physiologiques. 
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4.1.3 Possibles rôles physiologiques dans la maturation des miARN  
Si la liaison de protéines Lin28 supplémentaires ne semble pas essentielle pour une 
inhibition in vitro efficace de Dicer, plusieurs autres facteurs interagissant avec pre-let-7g 
pourraient être affectés par cet assemblage séquentiel. L’un des candidats les plus prometteurs 
est la tutase Tut4. En effet, la poly-uridylation du miARN précurseur dépend de la formation 
du complexe Lin28/pre-let-7 (199-201). De plus, il a été observé que la liaison de Lin28 à pre-
let-7g n’est pas suffisante pour l’ajout d’une queue poly-U si des mutations sont introduites 
dans le site riche en guanines présent en 3' (200). En considérant ces résultats, nous pouvons 
émettre l’hypothèse que la liaison de la deuxième protéine Lin28, qui lie ce site en 3', est 
nécessaire pour la poly-uridylation par Tut4. Une étude sur ce sujet pourrait mettre en lumière 
la reconnaissance du complexe Lin28/pre-let-7 par la tutase. En effet, il n’est toujours pas 
connu si la tutase reconnait un site sur l’ARN rendu accessible par la liaison de Lin28 (203) ou 
si cette enzyme est spécifique à un stade de l’assemblage séquentiel de Lin28. 
Une autre enzyme intervenant dans la maturation de let-7 pouvant être influencée par 
la liaison de Lin28 est l’endonucléase Drosha et son partenaire DGCR8. Si une nouvelle étude 
propose que l’inhibition de ce clivage par Lin28 s’effectue par séquestration dans le nucléole 
(293), plusieurs groupes ont initialement proposé une inhibition plus directe par Lin28 
(245,248,339). Il serait intéressant de vérifier si la liaison de plusieurs protéines Lin28 à pri-
let-7 est importante pour la séquestration du transcrit primaire lors de l’inhibition de sa 
maturation. Tout d’abord, la liaison de Lin28 [ou, plus précisément, Lin28B qui est localisée 
au noyau (293)] à différents pri-let-7 devra être caractérisée. Par la suite, l’utilisation de 
constructions d’ARN limitant la multimérisation pourra être utilisé dans le cadre d’étude in 
vivo étudiant l’effet de la liaison par Lin28 sur la séquestration de ce transcrit primaire. 
Notre modèle permet également d’expliquer la compétition entre la protéine KSRP et 
Lin28 (177,178). Le site de liaison de KSRP sur pri-let-7 et pre-let-7 étant situé dans le 
renflement en 5', il est probable que la liaison de la première protéine Lin28 soit responsable 
de cette compétition. Néanmoins, l’étude de cette compétition dans des conditions contrôlées 
permettrait de vérifier si la présence de KSRP sur ce site en 5' bloque complètement 
l’assemblage séquentiel de Lin28 ou si cette dernière peut utiliser le site en 3' et former un 
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complexe ternaire avec KSRP et pre-let-7. Ce type d’étude permettrait également de 
comprendre pourquoi la liaison de KSRP au site en 5' stimule le recrutement de Drosha et 
Dicer, alors que la présence de Lin28 à ce même site inhibe le clivage de Dicer. 
Finalement, les multiples effets potentiels qu’a l’assemblage séquentiel de Lin28 sur 
les précurseurs des miARN let-7 restent à caractériser. La cartographie détaillée de 
l’interaction entre Tut4 et le complexe multimérique Lin28/pre-let-7 pourrait, à elle seule, 
constituer un nouveau projet de doctorat. 
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4.2 Liaison coopérative de Lin28 
Lors de notre première étude, de la multimérisation a été observée lors de la liaison de 
forte concentration de Lin28 à pre-let-7g (304). Cette multimérisation a été la source 
d’inspiration de notre deuxième étude menant à un modèle d’assemblage séquentiel de Lin28 
présentant les caractéristiques d’une interaction coopérative. Ce modèle s’inscrit dans un 
contexte où une telle coopérativité est décrite chez plusieurs interactions macromoléculaires 
dont certaines sont présentes dans la voie de maturation des miARN. 
 
4.2.1 La coopérativité chez les macromolécules 
La coopérativité est un phénomène économique pour la cellule, puisque cela réduit les 
concentrations de ligands nécessaires pour obtenir l’effet régulateur désiré (340). En effet, la 
coopérativité chez les macromolécules décrit l’effet qu’a la liaison d’un premier ligand à un 
récepteur sur la liaison de ligands supplémentaires. Une coopérativité positive est observée si 
ce premier ligand facilite la liaison des ligands suivants. Dans le cas inverse, le terme de 
coopérativité négative est employé. Ce phénomène peut être utilisé pour décrire l’assemblage 
de ligands identiques sur une protéine composée de plusieurs sous-unités. C’est ce type de 
coopérativité qui est retrouvée dans l’hémoglobine où quatre molécules d’oxygène lient tour à 
tour les quatre sous-unités de la protéine (341,342). Aussi, les transitions dans le repliement 
d’une protéine, la formation d’une double hélice d’acides nucléiques ou l’assemblage de 
complexes formés de plusieurs macromolécules différentes peuvent également être considérés 
comme des manifestations de coopérativité (343). 
Deux mécanismes peuvent causés le phénomène de coopérativité (343). D’abord, la 
liaison du premier ligand peut permettre la stabilisation du deuxième à l’aide de contacts entre 
ces derniers (voir Figure 4-1A). Dans cet exemple, la liaison de B est facilitée par la présence 
de C et un ∆∆G de 2 est observé. Avec ce mécanisme, la liaison d’un premier ligand augmente 
réellement l’affinité du second ligand envers son site d’interaction sur le récepteur. Par contre, 
avec le second mécanisme responsable du phénomène de coopérativité (voir Figure 4-1B), la 
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liaison du premier ligand est défavorisée puisque ce dernier doit induire un changement de 
conformation chez le récepteur. Dans ce cas, il n’y a pas de contact direct entre les deux 
ligands et la coopérativité est causée par le changement de conformation apportée par la 
première liaison. Ce second mécanisme est fréquemment retrouvé chez les acides nucléiques 
où la liaison d’une première protéine perturbe l’empilement des bases par une déformation de 
l’hélice, facilitant ainsi les liaisons subséquentes (344). Dans bien des cas, la coopérativité 
présente dans un complexe macromoléculaire est causée par un mélange de ces deux 
mécanismes (343,344). 
 
Figure 4-1. Mécanismes expliquant la coopérativité chez les macromolécules  (A) La liaison 
du premier ligand permet de stabiliser la liaison du deuxième à l’aide de contacts entre chacun 
des ligands. (B) La liaison du premier ligand est défavorisée puisqu’il doit induire un 
changement de conformation chez le partenaire commun des ligands. Il n’y a pas de contact 
direct entre les ligands. Adaptée de (343). 
 
La meilleure méthode pour caractériser la coopérativité d’un complexe 
macromoléculaire est la différence d’énergie libre (∆∆G) entre la liaison d’un ligand à son 
récepteur en présence et en absence du second ligand (340). Par exemple, dans la Figure 4-1A, 
le ligand B a une énergie libre (∆G⁰) de -2 en absence du second ligand et de -4 en présence de 
celui-ci. Ce ∆∆G de 2 indique que la liaison de B à A est favorisée en présence de C et qu’il y 
a coopérativité positive entre ces deux ligands. Pour mener à bien ce type de caractérisation, il 
est essentiel de connaitre les constantes de dissociation (ou les ∆G⁰) pour chacune des 
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interactions intermédiaires. Si ces données sont relativement aisées à obtenir avec un 
complexe formé de trois molécules différentes, il en est autrement pour un complexe formé 
d’un récepteur lié par plusieurs ligands identiques (340). En effet, avec un complexe tel que 
Lin28 et pre-let-7, la caractérisation de l’interaction de Lin28 avec chacun des sites est 
difficile, puisque l’on ne peut pas observer chaque liaison indépendamment l’une de l’autre. 
Par exemple, il serait difficile de mesurer l’affinité qu’a Lin28 pour le deuxième site en 
absence de ligand au premier site de pre-let-7g. Dans de simples cas, il est parfois possible de 
combiner différentes techniques pour obtenir les paramètres thermodynamiques requis. Par 
exemple, la constante de dissociation globale pour la liaison d’un équivalent de ligand à 
différents sites peut être déterminée par essais de retard sur gel. Puis, des titrations RMN 
peuvent ensuite indiquer le ratio d’occupation pour chaque site suite à la liaison de cet 
équivalent (345). Les ∆G⁰ pour la liaison de chaque ligand (∆G⁰1 et ∆G⁰2, voir Figure 4-1) 
peuvent ensuite être calculés. Par contre, Lin28 n’ayant pas la même affinité pour chacun des 
sites, cette méthode ne peut être utilisée, puisque le premier site sera entièrement occupé avant 
la liaison du ligand au deuxième et troisième site. Bref, il n’est actuellement probablement pas 
possible d’effectuer une caractérisation détaillée de l’assemblage coopératif des trois protéines 
Lin28 sur un même TL-let-7. 
 
4.2.2 Coopérativité locale à l’intérieur d’une protéine 
Lorsqu’une protéine est composée de deux domaines pouvant lier séparément la même 
cible, il est possible d’observer de la coopérativité locale entre les domaines de la protéine 
pour la liaison de cette cible. Pour caractériser la coopérativité locale entre deux régions liant 
l’ARN du domaine RBD1 lors de la liaison de sa cible, Kranz et al. (346) ont mesuré l’affinité 
de nombreux mutants de la protéine après avoir quantifié leur stabilité par dichroïsme 
circulaire en présence d’hydrochlorure de guanidine (GndHCl). Cette méthode leur a permis 
de comparer le ∆G⁰ de chacune des régions de ce domaine en présence et en absence de la 
seconde région lors de la liaison à l’ARN cible. En comparant les ∆G⁰ pour chacune des 
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régions à celui de la protéine entière liant l’ARN, ils ont pu quantifier la coopérativité locale 
entre les deux régions de ce domaine.  
Bien que Lin28 soit de plus grande taille que RBD1, ce type d’expérience pourrait être 
utilisé pour mieux comprendre l’apparente coopérativité observée lors de la liaison de la 
première protéine Lin28 à TL-let-7g (voir Figure 2-2C du chapitre 2.0, p. 90). Cette 
coopérativité pourrait être causée par une interaction locale entre le domaine NCp7-like et le 
domaine cold shock suite à leur liaison à l’ARN. Malgré que ces deux domaines isolés soient 
capables de lier l’ARN, il reste possible que leur liaison ne soit pas totalement indépendante 
de la présence du second domaine. Tout comme pour RBD1, les domaines de liaison de 
l’ARN de Lin28 communiquent peut-être ensemble via l’ARN à l’aide d’un réseau 
d’empilement de bases hydrophobes ou par une déstabilisation initiale de l’ARN. Pour mener 
à bien ce type d’études, il est important que les sites de liaison spécifiques à chaque domaine, 
lorsque présents dans la protéine pleine longueur, restent les mêmes pour les domaines 
individuels. Par contre, la faible spécificité du domaine cold shock et la présence du motif 
riche en lysine et arginine sont des sources de complications importantes puisque les sites 
d’interactions de ces derniers sont sans doute variables en absence du domaine NCp7-like. La 
mise au point d’un ARN consensus minimal réduisant les interactions non spécifiques 
permettrait peut-être d’éliminer ce problème (voir section 4.3.3). 
 
4.2.3 La coopérativité et les interactions entre protéines et acides 
nucléiques 
Lin28 n’est pas la seule protéine à lier son ARN cible avec coopérativité. Par exemple, 
les dimères de DGCR8 (voir introduction, p. 7) s’associent pour former des trimères de 
dimères de façon coopérative lors de la liaison des transcrits primaires dans le noyau. En fait, 
ce serait cette coopérativité qui rendrait DGCR8 spécifique envers les pri-miARN (31). Il a été 
démontré que la queue terminale de cette protéine est nécessaire pour obtenir une trimérisation 
efficace, mais le mécanisme exact responsable de la coopérativité (voir Figure 4-1) reste à 
définir. 
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Les protéines cold shock bactériennes auxquelles ressemble le CSD de Lin28 lient 
également l’ARN de façon coopérative. D’ailleurs, la protéine CspA possède aussi une activité 
chaperonne permettant de déstabiliser les structures secondaires voisines avec peu de 
spécificité (297). Encore une fois, les mécanismes moléculaires permettant d’expliquer cette 
coopérativité sont mal définis. Par contre, nous pouvons avancer l’hypothèse que, tout comme 
pour Lin28, la liaison initiale provoque un changement de conformation chez l’ARN, facilitant 
ainsi la liaison d’une deuxième CspA qui propage ensuite cette déstabilisation le long de la 
structure d’acides nucléiques. 
 
Figure 4-2. La coopérativité dans l’assemblage de l’unité 30S du ribosome. La protéine S15 
lie l’ARN 16S avant le dimère S6/S18 puisque cette route est thermodynamiquement 
favorable. (A) Carte de l’assemblage des différents composants de l’unité 30S. (B) Structure 
de cette unité avec les protéines S6, S15 et S18 mises en évidence. (C) Cycle 
thermodynamique pour la formation du complexe ARNr 16S/S6/S15/S18. Adaptée de (343). 
 
La caractérisation thermodynamique de la coopérativité peut également permettre de 
comprendre l’assemblage d’un complexe macromoléculaire. L’unité 30S du ribosome est 
composée de vingt protéines qui respectent un ordre d’assemblage précis lors de leur liaison à 
l’ARN ribosomal (ARNr) 16S. Par exemple, la protéine S15 peut lier directement l’ARNr 
16S, mais les protéines S6 et S18 sont interdépendantes et ont besoin de la présence préalable 
de S15 (voir Figure 4-2A). La structure cristalline démontre que S6 et S18 forment un 
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hétérodimère ce qui explique leur interdépendance. Par contre, la protéine S15 n’a aucun 
contact direct avec ces protéines [voir Figure 4-2B; (343)]. Des études thermodynamiques 
détaillées utilisant l’ITC et des essais de retard sur gel ont déterminé, en se basant sur 
différentes études structurales, que la protéine S15 induit un changement de conformation 
chez l’ARNr 16S, ce qui facilite la liaison de l’hétérodimère S6/S18 [voir Figure 4-2C; 
(347,348)]. En résumé, la combinaison d’un bon modèle d’assemblage, de structures à haute 
résolution et d’études thermodynamiques caractérisant la coopérativité, permettent d’obtenir 
une excellente compréhension concernant l’assemblage d’importants complexes 
macromoléculaires. La combinaison de méthodes utilisées, pour comprendre l’assemblage 
coopératif de l’unité 30S du ribosome, pourrait servir d’inspiration pour les études futures 
visant à caractériser l’assemblage de Lin28, pre-let-7 et la tutase Tut4. 
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4.3 Perspectives 
Dans cette section, différentes suites possibles à ce projet seront proposées. La 
multimérisation de Lin28 sur l’ARN, décrite dans cette thèse, peut servir de base à plusieurs 
opportunités pour ce champ d’études. 
 
4.3.1 Interactions de Lin28 avec Tut4, Drosha et KSRP 
Tel que mentionné précédemment, une suite intéressante à ce projet est la 
caractérisation de l’interaction entre Tut4 et le complexe Lin28/pre-let-7. Puisqu’il est connu 
que la liaison de Lin28 à l’ARN est essentielle pour la reconnaissance par Tut4 (199-201), il 
devient important de bien définir quels sont les facteurs permettant cette interaction. Ce type 
d’étude devra s’intéresser à l’effet de l’assemblage séquentiel de Lin28 sur la liaison et la 
poly-uridylation par la tutase. Le même type d’expérience pourrait par la suite être entrepris 
pour évaluer l’effet de l’assemblage séquentiel de Lin28 sur la liaison de Drosha et KSRP à 
pri/pre-let-7. À terme, ces résultats clarifieront le rôle et le mode de régulation de Lin28 dans 
la voie de maturation des membres de la famille let-7. 
 
4.3.2 Études structurales 
Différentes études structurales se sont déjà intéressées au complexe Lin28/pre-let-7 
(325-327). Bien que ces études aient apporté des informations importantes concernant la 
formation de ce complexe, elles ont toutes assumé un ratio stœchiométrique de 1:1 lors de la 
préparation de leurs expériences. Aussi, dans tous les cas, le site en 5' n’a pas été inclus dans 
l’ARN minimisé utilisé. L’obtention de cristaux avec des complexes Lin28/pre-let-7 à 
différents ratios stœchiométriques permettraient d’obtenir des informations à haute résolution 
concernant l’assemblage séquentiel de Lin28. Éventuellement, ces nouvelles études 
structurales pourraient également inclure la protéine Tut4. Toutefois, les conditions permettant 
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la reconnaissance du complexe Lin28/pre-let-7 par cette tutase devront préalablement être 
définies. 
 
4.3.3 Séquence consensus 
L’identification d’une séquence d’ARN consensus reconnue par Lin28 a fait l’objet de 
plusieurs études. Des études biochimiques, fonctionnelles et structurales ont identifié les 
séquences 5'-GGAG-3' et 5'-UGAGGG-3' comme les sites de liaison du domaine NCp7-like 
sur certains précurseurs de let-7, alors que les séquences 5'-NGNGAYNNN-3' et 
5'-GUNNUNN-3' ont été proposée comme consensus pour le CSD (voir section 1.6.2, p. 54). 
De plus, les études s’intéressant aux interactions entre Lin28 et les ARN messagers ont associé 
des séquences riches en guanine au domaine NCp7-like et d’autres riches en uracile au CSD 
(322,325). Pourtant, la séquence consensus de la protéine entière n’a pas encore été étudiée de 
façon détaillée. Il a récemment été démontré que les sites de liaison de chacun des domaines 
peuvent être situés très près l’un de l’autre, sur la même molécule d’ARN et que le CSD est 
habituellement situé en 5' du domaine NCp7-like (322,325). Ceci est en accord avec notre 
deuxième étude, où nous avons observé que Lin28 peut lier de courts brins d’ARN de 14 
nucléotides, mais est incapable de lier des brins de huit nucléotides. Toutefois, la faible 
spécificité de séquence du CSD et de la région riche en arginine et lysine complique 
l’utilisation d’ARN simple brin pour la détermination d’un consensus. Un ARN composé de 
deux régions simple brin, séparées l’une de l’autre par une double hélice, pourrait permettre de 
faciliter l’interprétation des résultats. 
Afin d’étudier simultanément la liaison de chacun des domaines de Lin28, la mise au 
point d’un ARN consensus minimal et structuré pourrait s’avérer intéressante. Un tel ARN 
devra être composé d’une extrémité simple brin pour la liaison du domaine NCp7-like et une 
tige stabilisée complétée par une boucle apicale servant de site de liaison pour le CSD (voir 
Figure 4-3). La structure proposée de cet ARN consensus est fortement inspiré de TL-let-7d, 
une tige terminale avec laquelle Lin28 forme un complexe 1:1 (voir p. 140) dont la structure à 
haute résolution est connue (325). Afin de déterminer un consensus pour la liaison de Lin28, 
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une librairie de ce type d’ARN structuré pourrait être constituée. Tous les ARN de cette 
librairie auraient une structure secondaire similaire, mais la longueur et la composition de la 
boucle apicale, ainsi que celles de l’extrémité simple brin seraient variables. De plus, cette 
extrémité simple brin pourrait être positionnée en 5' ou en 3', alors que la longueur de la tige 
stabilisée pourrait être modifiée. Pour examiner la liaison de Lin28 à un aussi grand nombre 
d’ARN, les essais de liaison devront se faire en commun. En ajoutant la protéine directement à 
la librairie totale, il est ensuite possible de recueillir les ARN pour lesquels Lin28 à la plus 
grande affinité. Par la suite, l’ajout de protéinase et la liaison d’adaptateurs aux ARN 
copurifiés rendront possible la transcription inverse, l’amplification et le séquençage de ces 
ARN. Cette technique devrait permettre d’identifier un ARN structuré minimal comportant 
des séquences consensus pour les domaines cold shock et NCp7-like. Ces connaissances 
permettront de mieux définir un consensus pour Lin28 ce qui mènera à la prédiction et à 
l’identification in vivo de nouvelles cibles de Lin28. 
 
 
Figure 4-3. ARN consensus minimal et structuré.Le nombre de nucléotides composant la 
boucle apicale, la tige stabilisée ainsi que l’extrémité simple brin sont variables. L’extrémité 
simple brin peut être positionnée en 5' ou en 3'. La lettre N indique que l’un des quatre 
nucléotides sera inséré aléatoirement à cette position. 
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4.3.4 Les autres membres de la famille let-7 
L’interaction entre la boucle terminale de let-7g et Lin28 a été caractérisée en détail 
dans les études présentées précédemment. Par contre, la liaison de Lin28 aux autres membres 
de la famille let-7 a seulement été brièvement abordée. Nous savons que la protéine peut lier 
de façon séquentielle TL-let-7a-1 et TL-let-7d pour former des complexes 1:3, mais les autres 
membres de la famille let-7 n’ont pas fait l’objet d’examen. De plus, l’affinité de Lin28 envers 
tous les autres membres de cette famille reste à déterminer, tout comme le site de liaison initial 
qui n’est peut-être pas toujours la région 5' riche en guanine. Finalement, il serait intéressant 
de vérifier comment le clivage des différents pre-let-7 par Dicer est inhibé par Lin28. En 
résumé, les méthodes optimisées dans cette thèse pourraient facilement être appliquées aux 
autres membres de la famille let-7. 
 
4.3.5 Autres rôles potentiels pour l’assemblage séquentiel de Lin28 
Sans être la suite directe à cette thèse, l’étude des mécanismes de reconnaissance de 
l’ARN par Lin28B s’avère nécessaire. Une récente publication (293) propose des fonctions 
différentes pour Lin28(A) et Lin28B. Cette dernière agirait dans le noyau et séquestrerait les 
transcrits primaires dans le nucléole. Jusqu’à présent, peu de groupes se sont intéressés au 
mode de reconnaissance de cet homologue de Lin28 et il serait important de vérifier si 
l’assemblage séquentiel sur les ARN cibles y est conservé. 
La protéine Lin28 joue également un rôle dans la régulation de la traduction (voir 
section 1.5.2, p. 47). Dans la plupart des cas, la liaison de Lin28 aux ARNm permet de 
stimuler la traduction de ceux-ci par le recrutement de la RNA Helicase A (RHA). Cette 
enzyme stimulerait la traduction en déstabilisant certaines structures secondaires présentes sur 
l’ARNm (309,319). Puisque notre modèle propose que la présence de Lin28 soit suffisante 
pour déstabiliser de telles structures, une étude s’intéressant à l’effet de la liaison de Lin28 sur 
la structure secondaire de ces ARNm cibles est à envisager. D’ailleurs, la liaison de plusieurs 
protéines Lin28 sur le même élément sensible à Lin28 provenant de l’ARNm Oct4 a déjà été 
observée (321). Il est donc possible que Lin28 utilise le même type d’assemblage séquentiel 
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sur certains ARNm afin de stimuler la traduction de ces derniers avec ou sans l’assistance de 
RHA. Aussi, tel qu’il a déjà été proposé (349), la présence de plusieurs protéines Lin28 sur un 
même ARNm pourrait en stimuler l’expression par le déplacement des RISC qui y sont liés. 
De plus, cet assemblage séquentiel sur les ARNm pourrait servir de mécanisme régulateur. 
Ceci pourrait expliquer pourquoi la liaison de Lin28 à certains ARNm stimule leur traduction, 
alors qu’elle inhibe l’expression des ARNm dont la protéine est destinée au réticulum 
endoplasmique (320). En résumé, l’assemblage séquentiel de plusieurs protéines Lin28 
proposé dans cette thèse s’applique peut-être à la liaison de Lin28 aux ARNm. Une nouvelle 
étude sur ce sujet permettrait de mieux comprendre les multiples fonctions de Lin28 dans la 
régulation de la traduction. 
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4.4 Conclusion générale 
En utilisant différentes techniques biochimiques et biophysiques, les études présentées 
dans cette thèse ont permis de caractériser une interaction protéine-ARN de haute affinité 
entre Lin28 et la boucle terminale du microARN précurseur let-7g. La surprenante haute 
affinité initialement observée est maintenant acceptée par la communauté (293). Nous avons 
proposé le premier modèle expliquant l’assemblage séquentiel de Lin28 sur le précurseur du 
microARN let-7g. Notre modèle devra dorénavant être considéré lors de la planification 
d’expériences, ce qui permettra sans doute, de clarifier le rôle physiologique d’une telle 
multimérisation. 
Les travaux présentés ici, permettent de mieux comprendre les mécanismes régissant 
l’interaction entre Lin28 et pre-let-7. Ces mécanismes associés à de bonnes études structurales 
et fonctionnelles permettront, à terme, de concevoir des inhibiteurs ciblant spécifiquement 
l’une des nombreuses fonctions cellulaires de Lin28. 
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